Conception, synthèse et applications biologiques d’inhibiteurs de biofilms à base d’imidazole et de benzimidazole by Tessier, Jérémie
 




Conception, synthèse et applications biologiques d’inhibiteurs de 







Département de chimie  
Faculté des arts et des sciences 
 
 
Thèse présentée à la Faculté des études supérieures et postdoctorale  
en vue de l’obtention du grade de  





© Jérémie Tessier, 2020  

 iii 
Université de Montréal 
Département de chimie, Faculté des arts et des sciences 
 
Cette thèse intitulée : 
 
Conception, synthèse et applications biologiques d’inhibiteurs de biofilms à base 












A été évalué(e) par un jury composé des personnes suivantes 
Pr. William D. Lubell 
Président-rapporteur 
 
Pr. Andreea R. Schmitzer 
Directeur de recherche 
 
Pr. Alexis Vallée-Bélisle 
Membre du jury 
 
Pr. Sylvie Garneau-Tsodikova 





 La résistance aux antibiotiques est l'une des menaces les plus graves pour la santé 
mondiale de nos jours. L'émergence de bactéries multirésistantes encourage les chercheurs à 
développer de nouveaux antibiotiques et stratégies pour compenser leurs différents mécanismes 
de résistance. L'un de ces mécanismes de défense est la formation de biofilms. Sous cette forme, 
les bactéries développent une matrice extracellulaire protectrice les rendant plus résistantes à 
divers traitements antimicrobiens. Nous avons conçu et synthétisé des composés de 
déstabilisation des membranes avec des caractéristiques clés : un cation benzimidazolium ou 
imidazolium, une chaîne apolaire hydrophobe et/ou un site de reconnaissance des anions 
lipophiles. Ces caractéristiques leur confèrent une activité antimicrobienne accrue et une grande 
capacité à perturber les membranes cellulaires. Ces composés perturbateurs de la membrane 
agissent via un mécanisme rapide et efficace et ont montré de bons résultats contre les souches 
de SARM (staphylococcus aureus résistant à la méthiciline) en tant que candidats antibiofilms 
prometteurs. Ces nouveaux agents ont le potentiel de se disperser et d'inhiber la formation de 
biofilms et pourraient avoir un impact positif sur la médecine humaine à l'avenir. 
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 Antibiotic resistance is one of the most serious threats to global health nowadays. 
Emergence of resistant bacteria encourages researchers to develop new antibiotics and strategies 
to mitigate their different resistance mechanisms. One of these defense mechanisms is the 
formation of biofilms. In this form, bacteria develop a protective extracellular matrix making them 
more resistant to various antimicrobial treatments. We have designed and synthesized 
membrane destabilizing compounds with three key features: a benzimidazolium or an 
imidazolium cation, a hydrophobic apolar chain, and a lipophilic anion recognition site. These 
characteristics give these compounds increased antimicrobial activity and greater ability to 
disrupt cell membranes. These membrane-disrupting compounds act via a fast and efficient 
mechanism and showed good results against MRSA (methicillin-resistant staphylococcus aureus) 
strains as promising antibiofilms candidates. These new agents have the potential to disperse and 
inhibit the formation of biofilms and could have a positive impact on human medicine in the 
future.  
Keywords : benzimidazolium, imidazolium, cellular membrane, biofilms, bacteria, antibiotic, 
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Chapitre 1 : Introduction générale  
1.1 Découverte des pénicillines et leurs utilisations  
 Les bactéries multirésistantes ou pathogéniques sont un problème bien connu que de 
nombreux scientifiques considèrent comme étant la prochaine crise épidémique mondiale.[1] La 
découverte de la pénicilline par Fleming en 1929, un antibiotique bêta-lactamine provenant d'une 
souche bactérienne de staphylocoque, qui agit comme inhibiteur de la synthèse des protéines 
membranaires, nous a permis de mieux gérer les infections et ainsi de sauver des millions de 
vies.[2]  
 Depuis l’introduction de cet antibiotique dans le milieu pharmaceutique, nous avons été 
non seulement en mesure de traiter des infections graves, mais également de diminuer de 
manière significative le taux de mortalité dans les pays développés et sous-développés. Dans le 
tiers monde, un accès minimal aux soins de santé et un environnement sanitaire déficient font en 
sorte que l’utilisation des antibiotiques est une solution à faible coût parfaite à ces problèmes.[3]  
 
Figure 1.1. Structures des différentes générations d’antibiotique bêta-lactames.  
 Cette grande découverte a mené des milliers de scientifiques vers ce domaine de 
recherche que nous connaissons aujourd'hui comme « l'âge d'or des antibiotiques ». En peu de 



































 Les tétracyclines ont été introduites peu de temps après la découverte de la pénicilline 
sous forme d'antibiotiques à large spectre agissant comme inhibiteurs de la synthèse des 
protéines et pouvant être directement isolées de la souche bactérienne Streptomyces. De 
nouvelles générations d'antibiotiques (Figure 1.1) bêta-lactames ont été introduites plus tard, 
comme la méthicilline (2ème génération), l'ampicilline (3ème génération) et la carbénicilline 
(4ème génération).[4] 
 La plupart de ces antibiotiques nouvellement trouvés ont le même mécanisme d'action 
que la pénicilline, ce qui a rapidement entraîné une augmentation de la résistance bactérienne 
contre ces médicaments.[5] Il a fallu plus de 20 ans après la découverte de la pénicilline pour 
découvrir une souche de bactéries résistantes à celle-ci, mais seulement 2 ans pour observer 
l’apparition de la souche résistante à la méthicilline.[6] Ces résistances nous obligent à utiliser des 
doses de plus en plus élevées d’agents antibactériens et à développer de nouvelles molécules, ce 
qui entraîne des coûts énormes.  
 Ces résistances sont également observées chez les insectes et les animaux.[7] En effet, un 
autre exemple est celui du dichlorodiphenyltrichloroéthane (DDT, figure 1.2), cet insecticide 
puissant découvert en 1939 par Paul Hermann Muller qui lui valut le prix Nobel en 1948.[8] Dix ans 
après sa découverte, des résistances chez certaines espèces d’insectes étaient déjà observées et, 












1.2 Facteurs influençant le développement de la résistance bactérienne 
 De nombreux facteurs peuvent expliquer cette adaptation bactérienne rapide aux 
antibiotiques nouvellement trouvés. La surutilisation ou la surexposition d'un certain 
médicament à la fois dans le domaine de la santé et de l'agriculture, en particulier dans 
l'administration d'antibiotiques au bétail, est le premier facteur.[10]  
 Ceci est particulièrement important lorsque l'on examine la résistance bactérienne, car 
l'approche typique pour traiter une épidémie chez l'animal était de donner à tout le troupeau la 
même quantité d'antibiotique pour limiter la propagation de l'infection.[11] Cette méthode qui  a 
été longtemps utilisée pour sauver les troupeaux est désormais interdite. En effet, les grandes 
quantités d'antibiotiques administrées au bétail ne sont pas entièrement métabolisées par les 
animaux. L’excédent d’antibiotique est excrété du système animal via l'urine ou les matières 
fécales. Ces excrétions, une fois en contact avec l'environnement, sont retrouvées dans les eaux 
de surface et/ou souterraines adjacentes à ces fermes.[12] L'exposition prolongée d’une souche 
bactérienne à de faibles concentrations d’antibiotiques conduit généralement au développement 
d'une résistance à ceux-ci.[13] 
 Un autre facteur qui conduit au développement des résistances bactériennes est le 
manque de réglementation et la prescription inappropriée d'un médicament.[14] La structure 
moléculaire et la ressemblance du mécanisme d'inhibition de plusieurs antibiotiques de 
différentes générations jouent également sur le développement de la résistance bactérienne.[15] 
Il existe de nombreuses façons pour un microorganisme de se protéger contre un stress externe, 
comme l’exposition aux antibiotiques, pour éviter la mort cellulaire. Pour ce faire, les bactéries 
peuvent modifier les sites de liaison du médicament, perméabiliser leur membrane, induire 
l'excrétion de l'antibiotique via l’activation des pompes à efflux ou détruire/métaboliser 
simplement l'antibiotique.[16]  
 Ces mécanismes peuvent être utilisés par les bactéries individuellement ou en 
combinaison les uns avec les autres. [17]  Dans le cas de la pénicilline, les souches bactériennes qui 
avaient déjà été exposées aux premières générations d'antibiotiques ont très rapidement 
développé une résistance aux nouvelles générations d’antibiotiques.[18]  
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 Ces analogues, plus efficaces, possèdent tous un noyau bêta-lactame au sein de leur 
structure. Par conséquent, ces organismes se sont protégés très rapidement via la surexpression 
des bêta-lactamases, enzymes permettant le métabolisme/destruction de ces antibiotiques.[18b] 
Tout bien considéré, la modification structurelle d'une famille d'antibiotiques est un moyen 
efficace et crucial de lutter contre les infections bactériennes de plus en plus puissantes. 
Cependant, cette stratégie présente de graves lacunes et doit être considérée comme une 
solution à court terme du à l’apparition très rapide de résistance tel que décrit précédemment.[19] 
1.3 Mécanisme d’action des antibiotiques 
 Afin de mieux comprendre les résistances bactériennes et pouvoir développer des outils 
pour les limiter, il faut s’attarder aux différents mécanismes d’action que peuvent utiliser les 
antibiotiques afin de tuer la bactérie. Ces différents mécanismes sont : l’inhibition de la synthèse 








Pénicilline, céphalosporine Surfactants (Benzalkonium, benzimidazolium) 
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1.3.1 Inhibition de la synthèse d’ADN  
 Lorsque l’on parle de ce mode d’action antibactérien, on ne peut s’empêcher de parler de 
la famille des quinolones et des fluoroquinolones.[21] Ces classes d’antibactériens se différencient 
des autres classes de composés découvertes pendant la même période puisque celles-ci ont été 
synthétisées et non extraites d’un microorganisme. C’est en 1962, dans les laboratoires de George 
Y. Lesher, que la recherche sur des dérivés naphthyridines comme agents antibactériens a 
commencé.[22] L'acide nalidixique (Schéma 1.1), obtenu par une synthèse en trois étapes à partir 
du dérivé 6-méthylpyridin-2-amine, a montré une activité antibactérienne contre une variété de 
microorganismes causant des maladies chez l'humain et les animaux.[23] Une sélectivité contre les 
bactéries Gram-négatives a également été observée lors des tests in-vivo.  
 
 
Schéma 1.1. Rétrosynthèse de l’acide nalixidique à partir du dérivé 6-méthylpyridin-2-amine. 
 
 Au vu des résultats de cette étude, plusieurs scientifiques se sont penchés par la suite sur 
l’étude du mécanisme d’action de ce composé afin de mieux comprendre son activité 
antibactérienne. En 1976, un autre groupe de recherche a remarqué que l’acide nalixidique 
causait une accumulation de simples brins d’ADN.[23] Quelques années plus tard, les chercheurs 
ont identifié une enzyme qui entaillait l'ADN chromosomique à double brin, et l'ont appelée « 
ADN gyrase » ou « topoisomérase II ».[24] Cette enzyme est présente autant dans les cellules 
procaryotes que eucaryotes. Toutefois, les quinolones sont très spécifiques à la topoisomérase II 
présente dans les bactéries. Dans les années qui suivent, plusieurs nouvelles générations 
d’antibiotiques appartenant à cette famille ont été synthétisées afin d’en améliorer leur activité 








 Plusieurs modifications ont été effectuées dans la structure de la molécule, mais on retient 
trois changements qui affectent grandement l’activité antibactérienne, comme dans le cas de la 
ciprofloxacine (Figure 1.4) : l’addition d’un fluor (bleu), l’addition d’un groupement pipérazine 
(vert) et l’ajout d’un cyclopropane (rouge). [25] 
 
Figure 1.4. Structure de l’antibiotique de deuxième génération ciprofloxacine. 
 L'ajout d'un atome de fluor en position C6 augmente l'activité inhibitrice de l'ADN gyrase, 
facilite la pénétration dans la bactérie et fournit une activité contre les staphylocoques, une 
bactérie à Gram-positif. L'ajout d'un groupement pipérazine en position C7 a conduit à l’obtention 
d’une meilleure activité contre les bactéries à Gram-négatif et à une meilleure activité contre les 
bactéries à Gram-positif. Finalement, l’ajout d’un groupement cyclopropane en position N1 a 
conduit à une meilleure activité antibactérienne contre les pathogènes Gram-positifs et Gram-
négatifs.[26] 
 L’utilisation excessive de ces antibiotiques à large spectre a donné lieu à une mutation au 
niveau de l'ADN gyrase dans les bactéries.[27] Ces mutations se produisent principalement dans 
les gènes de la topoisomérase II et IV pour donner une bactérie très résistante. De plus, il existe 
des gènes qui influencent l'absorption du médicament dans les bactéries et la surexpression de 
pompes à efflux conduit à l’augmentation de l'excrétion des quinolones.[28] 
1.3.2 Inhibition de la synthèse d’ARN 
 La rifampicine (Figure 1.5) est un antibiotique qui inhibe fortement l'ARN polymérase et 
bloque la synthèse d'ARN chez les bactéries à Gram-négatif Escherichia coli (E. coli) et Gram-
positif Mycobactérium tuberculosis (M. tuberculosis). Celui-ci agit en se liant à l’ARN polymérase 










 Des études ont montré que cet antibiotique se lie à la poche de la sous-unité bêta de 
l’ARNP dans le canal ADN/ARN, mais loin du site actif. Le mécanisme d’action ainsi que les fortes 
interactions sont apportés par les groupements hydroxyles de la molécule (rouge) qui forment 
des liaisons hydrogène avec des résidus d'acides aminés de la protéine.[30] 
 
 
Figure 1.5. Structure de l’antibiotique rifampicine. 
 
 Comme mentionné précédemment, les antibiotiques qui ciblent une protéine spécifique 
sont sujets au développement de la résistance bactérienne. En effet, les bactéries ont la capacité 
de muter le récepteur ciblé afin de se défendre contre ces antibiotiques. Dans le cas de la 
rifampicine, c’est la mutation d’un gène qui encode pour la sous-unité bêta de l’ARNP qui diminue 
drastiquement l’activité antibactérienne de cet antibiotique.  
 Cette mutation a apporté une modification du site de reconnaissance de la rifampicine, ce 
qui a diminué la capacité de former des ponts-hydrogènes avec la protéine et a entraîné une 
diminution de son activité.[31] Afin de diminuer l’apparition de cette résistance, la rifampicine est 
souvent administrée en combinaison avec d’autres antibiotiques.[32] Néanmoins, le 






















1.3.3 Inhibition de la synthèse de la paroi bactérienne 
 Une bactérie est composée d’une paroi cellulaire que l’on appelle également membrane 
plasmique ou cellulaire. Elle agit comme barrière entre le milieu extérieur de la cellule et le milieu 
intérieur de celle-ci et régit le transfert entre ces deux milieux.[33] Elle est principalement 
constituée d’une bicouche lipidique qui se forme par auto-assemblage et qui contient 
majoritairement des phospholipides et parfois du cholestérol.[34] Elle comprend également des 
lipides, des glucides et des protéines qui se modifient constamment, dépendamment des 
changements extérieurs que subit la cellule.  
 En d’autres mots, la cellule s’adapte aux différents stimuli extérieurs et permet de 
moduler sa fluidité.[35] Étant donné la grande importance de cette paroi, plusieurs chercheurs se 
sont intéressés à des antibactériens qui peuvent inhiber ou interrompre la synthèse de la 
membrane cellulaire.  
 Comme mentionné précédemment, les pénicillines sont des antibiotiques à large spectre 
agissant comme inhibiteurs de la synthèse des protéines membranaires.[18b] Les pénicillines 
agissent en bloquant la synthèse de la transpeptidase, une enzyme bactérienne responsable de 
la réticulation du peptidoglycane agissant sur la rigidité des membranes.[36] Les bactéries qui se 
trouvent en phase de croissance ou de multiplication sont alors affaiblies, ce qui conduit à 
l’apoptose cellulaire. Nous savons désormais que les bactéries utilisent la surexpression des bêta-




Figure 1.6. Structure générale des céphalosporines. 
 
 Les céphalosporines (Figure 1.6), découvertes en 1945, sont également reconnues pour 












 Même si ces antibiotiques ont la caractéristique d’être moins reconnus par les bêta-
lactamases que les pénicillines, de nombreuses souches bactériennes résistantes à ces 
antibiotiques ont été découvertes. Ce phénomène s’explique par la similitude structurelle de 
ceux-ci (contenant le noyau bêta-lactame).  
 La vancomycine est une molécule qui a été isolée en 1953 des échantillons de sol. On 
utilisait cet antibiotique surtout pour traiter des infections au Staphylococcus aureus (S. aureus), 
une bactérie à Gram-positif qui est résistante à la pénicilline.[38] Toutefois, lors de sa découverte, 
la vancomycine n’était jamais utilisée en premier recours puisqu’elle possède une très faible 
biodisponibilité orale. Des antibiotiques, comme la méthicilline (Figure 1.7), sont très adéquats 
contre les infections non résistantes au S. aureus, mais on a observé une toxicité accrue de ce 
composé au niveau des reins et de l’oreille interne, toxicité provenant d’une impureté et non de 
la molécule elle-même.  
 Cet antibiotique agit en inhibant la synthèse de la membrane cellulaire chez les bactéries 
Gram-positives. La vancomycine n’est pas active sur les bactéries Gram-négatives. Cette espèce 
de bactérie possède deux membranes cellulaires, une interne et une externe, et c’est l’incapacité 
de pénétrer la membrane externe qui rend cet antibiotique inactif dans ce type de bactéries.[39] 
  
 














































 La vancomycine est très hydrophile et est capable de former des liaisons hydrogènes 
(Figure 1.7, rouge) avec les fragments terminaux D-alanyl-D-alanine du peptide liant les unités N-
acétyl-glucosamine (NAG) et l'acide N-acétyl-muramique (NAM). En se liant, elle empêche la 
synthèse du peptidoglycane, une composante essentielle des membranes cellulaires qui est 
principalement formée des unités NAG-NAM. Cette inhibition résulte l’affaiblissement des 
membranes bactériennes, ce qui mène éventuellement à la mort des cellules.  
1.3.4 Inhibition bactérienne via la perméabilisation membranaire 
 Il est important de parler de la vancomycine, puisque même si certaines souches 
bactériennes ont développé des résistances à cet antibiotique, la majorité des infections se 
traitent encore de nos jours avec cet antibiotique. En effet, n’étant utilisée qu’en dernier recours, 
la vancomycine n’a pas été exposée au grand public comme c’est le cas des pénicillines. De ce 
fait, très peu de résistances sont observées, ce qui fait de la vancomycine une très bonne 
référence lorsque l’on parle d’infection bactérienne à Gram-positif.[40] 
 Les infections persistantes impliquent des bactéries à croissance lente ou non croissante, 
qui sont difficiles à traiter avec des antibiotiques qui ciblent les processus de biosynthèse présents 
dans les cellules en croissance. Cette problématique s’applique à tous les mécanismes d’action 
que nous avons présentés auparavant.[41] En effet, si on prend comme exemple l’inhibition de la 
synthèse de la membrane bactérienne, ce processus d’inhibition a lieu au niveau de la croissance 
bactérienne. Toutefois, les bactéries ont la capacité de se mettre en dormance, c’est-à-dire un 
état dans lequel la croissance et le développement sont temporairement arrêtés.[42] Ces bactéries 
sont en mode conservation d’énergie et sont donc très difficiles à cibler avec les processus 
d’inhibition classiques que nous avons décrits auparavant.[43] 
 Une stratégie pour cibler autant les bactéries en croissance que celle en dormance est de 
perturber ou de perméabiliser leurs membranes.[44] Les antimicrobiens endommageant la 
membrane sont généralement de nature lipophile et interagissent directement avec la bicouche 
membranaire, perturbant sa fonction (ou ses fonctions) et son intégrité physique.[45] Le fait de 
cibler directement la membrane fait abstraction de l’état dans lequel la bactérie se retrouve dans 
l’organisme.  
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 Récemment, l'efficacité de la perturbation ou de la fragilisation de la membrane 
bactérienne a été démontrée pour la daptomycine, un lipopeptide antibactérien.[46] Cet 
antibiotique est généralement utilisé cliniquement pour traiter les infections au S. aureus.  
 Lorsque l’on parle d’infection bactérienne, il est important de parler des infections au S. 
aureus, mais plus précisément des souches résistantes à la méthicilline (MRSA). Cette bactérie 
possède une capacité impressionnante d’adaptation à plusieurs antibiotiques connus et est 
rapidement devenue un danger dans les milieux hospitaliers.[47] En plus d’avoir la capacité de 
développer des résistances sous leur forme planctonique, les MRSA ont la capacité de se protéger 
dans une matrice pour former ce que l’on appelle des biofilms.[6] Ce mécanisme de défense sera 
détaillé plus loin dans la thèse. Les infections par les biofilms et la tuberculose sont deux exemples 
majeurs de besoins cliniques non satisfaits dus à des bactéries à croissance lente ou dormante et 
donc difficiles à traiter.[48] 
 Les agents qui visent spécifiquement à perturber la membrane s’y insèrent et la 
déstabilisent (Figure 1.8).[44] Pour ce faire, ces composés peuvent soit former des agrégats dans 
la membrane, soit ouvrir des canaux au travers de la membrane et/ou former des micelles.  
 
Figure 1.8. Mécanisme d’action des agents perturbateurs de la membrane. Copyright 2011, 
avec la permission de Macmillan Publishers Limited. [49] 
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 Les mécanismes de perméabilisation membranaire sont généralement rapides, ce qui 
limite le développement de résistance chez les bactéries. Par exemple, une résistance à la 
daptomycine, qui agit comme agent perturbateur membranaire, a été détectée peu de temps 
après son introduction clinique, mais les souches résistantes à ce composé sont extrêmement 
rares. [46] 
1.4 La membrane cellulaire : une cible de choix 
1.4.1 La bicouche phospholipidique 
 Peu importe la nature de la cellule, elle possède une membrane externe composée d’une 
bicouche phospholipidique.[50] Cette bicouche est imperméable aux molécules hydrophiles, tel 
que les ions, ce qui permet aux bactéries de, par exemple, réguler le pH et la salinité de leur 
espace intracellulaire.[51] Les membranes biologiques sont principalement constituées de 
phospholipides qui représentent plus de la moitié de leur composition.  
 
Figure 1.9. Exemple de deux phospholipides : la phosphatidylcholine et la 
phosphatidylsérine.  
 Les phospholipides sont composés d’une tête hydrophile chargée (bleue) et de deux 























Deux queues hydrophobes 
apolaires
 13 
 Dans le cas de la phosphatidylcholine, une molécule isolée à partir de la lécithine de jaune 
d’œuf, on dénote un groupement ammonium (NMe+) et un groupement phosphate (PO4-) chargé, 
formant la tête polaire, ainsi que deux longues chaînes d’acide gras (R1 et R2), formant les queues 
hydrophobes. En solution aqueuse, les phospholipides s’auto-assemblent pour former des 
bicouches lipidiques, des liposomes ou des micelles (Figure 1.10).[53] 
 
Figure 1.10. Représentation de l’auto-assemblage des phospholipides en solution aqueuse. 
 Lors de l’auto-assemblage, les têtes polaires sont orientées de façon à faire le plus 
d’interactions possible avec le milieu aqueux extérieur, laissant ainsi les chaînes aliphatiques 
hydrophobes former des interactions de van der Waals entre elles et limiter leurs contacts avec 
les molécules d’eau, phénomène que l’on appelle effet hydrophobe.[54] Ces interactions 
stabilisantes sont au cœur de la formation des bicouches lipidiques.    
1.4.2 La membrane bactérienne 
 Les bactéries sont des entités unicellulaires dépourvues de noyau et entourées d’une 
membrane. Le matériel génétique, tels que l’ADN, est dispersé dans le cytoplasme.[55] Les 
organismes eucaryotes unicellulaires ou multicellulaires, tel que les cellules humaines, sont 
généralement plus grosses et possèdent un noyau interne entouré d’une membrane qui contient 
tout le matériel génétique. Plusieurs mécanismes d’action antibactérienne se basent sur cette 
différence majeure entre les cellules procaryotes et eucaryotes pour cibler les protéines ou l’ADN 
plus facilement accessibles chez les bactéries que chez l’humain. Il en résulte des composés plus 




 Lorsqu’on s’intéresse à développer de nouveaux agents déstabilisateurs des membranes 
cellulaires, on doit également se pencher sur la composition des différentes membranes 
bactériennes, cette barrière qui leur confèrent une protection contre les éléments externes. Ces 
membranes diffèrent grandement d’une souche bactérienne à une autre (Figure 1.11).[55] 
 Par exemple, les membranes des bactéries Gram-négatives (Gram-) sont constituées d’une 
couche phospholipidique externe et interne, entrelacée d’une monocouche de peptidoglycanes, 
alors que dans le cas des bactéries Gram-positives (Gram+), la bactérie est composée d’une seule 
membrane phospholipidique, surplombée d’une couche de peptidoglycanes plus épaisse que 
dans le cas des Gram-négatives.[57] Il est donc, en théorie, plus facile de perturber et déstabiliser 
la membrane des bactéries Gram+ telle que celle des bactéries MRSA. Malgré le fait que les 
bactéries Gram- peuvent causer des infections graves, nous nous sommes concentrés, dans les 
travaux présentés dans cette thèse, sur l’inhibition de la prolifération des bactéries Gram+, et en 
particulier sur les MRSA. 
 
Figure 1.11. Structures des différentes membranes bactériennes.  
1.4.3 La membrane bactérienne des S. aureus 
 La membrane de cette souche bactérienne Gram+ est très intéressante puisqu’elle 
possède des propriétés bien spécifiques.[58] De par sa structure, la S. aureus est très résistante au 















 Cette caractéristique est innée chez cette souche, ce qui lui confère une résistance 
naturelle contre notre système immunitaire. En plus de la bicouche lipidique, les membranes des 
bactéries Gram+ sont composées d’une couche de peptidoglycane qui contient de l’acide 
téichoïque (Figure 1.12). [60] 
 
Figure 1.12. Structure de l’acide téichoïque. 
 L’acide téichoïque peut s’attacher fortement à la membrane en formant des liens 
covalents avec l’acide N-acétylmuramique des peptidoglycanes ou tout simplement on se liant à 
la membrane cytoplasmique avec une ancre lipidique. Par conséquent, la couche de 
peptidoglycane des bactéries Gram+ est plus épaisse que celle des Gram- qui ne possèdent pas 
d’acide téichoïque.[61] La fonction principale de cet acide est de fournir une rigidité accrue à la 
membrane en attirant et fixant des cations, tels que le sodium et le potassium, en formant des 
paires d’ions avec les anions phosphate (PO4-). De ce fait, la membrane de S. aureus attirera 
fortement les composés cationiques, caractéristique que nous utiliserons à notre avantage lors 
de la conception des antibiotiques présentés dans cette thèse, afin de cibler cette membrane 
bactérienne. 
1.5 Les levures, un organisme cellulaire semblable au nôtre 
 Les levures, ou champignons, sont des organismes unicellulaires qui se rapprochent plus 
des cellules humaines que les bactéries, puisque celles-ci sont des cellules eucaryotes.[62] Dû à 
leur forme unicellulaire, les levures et leur génome sont souvent utilisés comme modèle des 
cellules humaines, permettant de comprendre des aspects fondamentaux du fonctionnement de 
nos cellules.[63] En utilisant ce modèle simplifié, les travaux du Dr. Yoshinori Ohsumi sur le 
renouvellement cellulaire par autophagie se sont vus octroyer le prix Nobel de médecine en 
2016.[64] Dans un autre domaine, les travaux du Dr. Roger D. Kornberg sur le modèle moléculaire 
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 Il n’existe pas moins de 1500 espèces de levures aux usages multiples, comme la 
fermentation dans la bière et le vin, ou pour la fabrication du pain.[66] Toutefois, les mycoses ou 
infections fongiques (aux levures) causées par le Candida albicans (C. albicans) sont les plus 
fréquentes dans le monde.[67] De plus, comme les souches de MRSA, les C. albicans sont reconnus 
pour se protéger des composés antifongiques en formant des biofilms.[68] Une partie des travaux 
présentés dans cette thèse se penchera sur l’inhibition de cette souche et la possibilité 
d’empêcher la formation des biofilms.  
1.5.1 La membrane des levures 
 Bien que les levures soient des organismes qui se rapprochent énormément des cellules 
humaines, leur membrane se rapproche plus de celle des bactéries Gram+. En effet, la membrane 
des levures est composée d’une bicouche phospholipidique surplombée d’une membrane 
externe.[63] Cette dernière est principalement constituée de manoprotéines, de polysaccharides, 
des glucanes et de chitine (Figure 1.13). Ces composantes forment un réseau très organisé/rigide 
déterminant la forme et la taille de la cellule.[69] 
 
Figure 1.13. Structure de la membrane des levures (haut) et structure des différentes 






























Dans le cas des levures, la membrane externe subit une pression interne que l’on appelle 
pression de turgescence, supérieure à celle observée dans le cas des bactéries.[70] Les 
perturbateurs ou interférents membranaires sont donc des candidats idéaux pour ce genre de 
microorganisme, puisqu’une fragilisation de la membrane mène généralement à une lyse 
cellulaire amplifiée par la pression de turgescence.[71] 
1.6 Détermination de l’activité antibactérienne 
1.6.1 La concentration minimale inhibitrice 
 Afin de déterminer la capacité ou l’activité antimicrobienne des antibiotiques présentés 
dans cette thèse, on déterminera d’abord la concentration minimale inhibitrice (CMI).[72] Cette 
concentration est définie comme étant la plus petite concentration d’un antibiotique qui inhibe 
la prolifération des bactéries. Afin de déterminer cette valeur, on prépare une solution mère de 
bactéries à partir de bactéries gardées en dormance à -80 degré Celsius que l’on met dans un 
bouillon stérile de nutriments. Cette solution aqueuse nutritive est généralement composée de 
tryptone, de levure nutritionnelle et de sel (NaCl).[73] Une fois en contact avec ces nutriments, les 
bactéries se multiplient jusqu’à l’obtention de la concentration bactérienne désirée. Cette 
dernière est déterminée en mesurant l’absorbance de la solution à 600 nm, qu’on appelle 
également la densité optique (DO).[74] Cette longueur d'onde est spécifiquement choisie pour les 
mesures de DO bactérienne, car contrairement aux longueurs d'onde UV, le 600 nm n'est pas 
nocif pour la bactérie. La concentration bactérienne est très importante puisqu’elle nous informe 
sur la nature des bactéries dans la solution.[75] L’absorbance désirée se situe entre 0,1 et 0,2 afin 
d’obtenir des bactéries saines et en pleine croissance. En dessous de cette valeur, les bactéries 
sont en phase de latence (aucune multiplication ou très peu) et, au-dessus de cette valeur, les 
bactéries sont généralement en phase stationnaire ou bien elles sont tout simplement mortes.[76] 
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Figure 1.14. Représentation d’une plaque à 96 puits utilisée lors de la détermination de la 
CMI. 
 Une fois la solution mère préparée, on fait le mélange dans une plaque à 96 puits avec 
différentes concentrations d’antibiotique (Figure 1.14). Cette plaque est ensuite incubée à 37 °C 
pendant une période de 12 à 24 h. On utilise généralement trois rangées de puits par antibiotique, 
afin d’obtenir un triplicata sur chaque mesure, ce qui assure l’obtention d’une valeur précise et 
exacte de la CMI. Après 24 h, on analyse les plaques visuellement, ou par spectrométrie 
d’absorbance, afin de déterminer la CMI. Pour ce faire, on note simplement la concentration à 
laquelle les bactéries ont arrêté de proliférer. Une différence majeure d’absorbance est 
généralement visible entre les puits.  
 Pour chaque expérience de croissance bactérienne il faut vérifier sa validité. Dans 
l’exemple de la figure 1.14, l’antibiotique X donne une valeur de CMI reproductible, tandis que 
l’antibiotique Y donne des valeurs exactes, mais non précises. C’est un exemple où nous devons 
éliminer cette expérience et la refaire, afin d’obtenir un triplicata exact et précis pour 
l’antibiotique Y.  
 De même, il faut toujours s’assurer que les conditions d’expérimentation sont adéquates. 
Pour ce faire, on utilise trois tests qui nous permettent de confirmer l’obtention d’un résultat 
valable. Premièrement, on incube un antibiotique de référence qui possède une valeur de CMI 
connue pour la souche étudiée et on compare ensuite notre expérience avec cette valeur 
théorique (Figure 1.14, rangée H).  








 Deuxièmement, on utilise un puits de la plaque afin d’y faire croître des bactéries sans 
antibiotique (test de croissance/contrôle positif) afin de prouver que nos bactéries étaient bel et 
bien en croissance saine. Troisièmement, on utilise un puits avec la solution nutritive seule (test 
de stérilité/contrôle négatif) afin de prouver que notre plaque et nos milieux de croissance étaient 
bien stériles et que seule la bactérie étudiée a proliféré dans le milieu. Si chacun des tests est 
concluant on peut considérer la valeur de CMI obtenue pour nos antibiotiques. Plus cette valeur 
est petite, meilleur est le composé pour inhiber la croissance bactérienne. Les mêmes procédures 
sont utilisées afin de déterminer l’activité antifongique.  
1.7 Les biofilms  
 Dans la nature, les bactéries se retrouvent sous deux formes : la forme planctonique et la 
forme de biofilm.[77] Une bactérie, lorsqu’elle se développe dans la nature, se retrouvera d’abord 
sous la forme planctonique et pourra se déplacer librement dans son milieu. Dans le cas de la 
bouche, nous retrouvons dans la salive de nombreuses bactéries planctoniques qui régulent et 
entretiennent notre microbiome buccal.[78] Elles permettent une régulation du pH, la formation 
de l’émail protecteur, ainsi que le maintien global de la santé buccodentaire.[79] 
 Toutefois, dans le monde biologique ainsi que dans le corps humain, les bactéries se 
développent principalement dans des communautés que l’on appelle biofilms multicellulaires.[80] 
Les biofilms peuvent se former sur des surfaces vivantes/biotiques (la bouche) ainsi que sur des 
surfaces inertes/abiotiques tel que les comptoirs dans les milieux hospitaliers.[81]  
 Les biofilms sont le résultat d’un stress ou d’une perturbation extérieure sur le 
microorganisme. Lorsque ce dernier ressent un danger, par exemple l’application d’un 
antibiotique chez les bactéries, ou par un manque de nutriment lorsqu’en contact avec une 
surface abiotique, les mécanismes de défense intrinsèques pousseront ce microorganisme à se 
protéger.[82] L’un de ces mécanismes est de s’attacher à une surface et former une matrice 
fermée, le protégeant de l’environnement extérieur. Nous parlons ici d’une communauté 
organisée dans laquelle les microorganismes utilisent des canaux pour s’approvisionner 
mutuellement. Les bactéries dans les biofilms sont donc isolées et protégées, contrairement aux 
bactéries planctoniques.[83] 
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 En reprenant l’exemple de la bouche, nous savons que celle-ci possède des bactéries 
planctoniques, mais également des bactéries sous forme de biofilm. Ces biofilms se retrouvent 
principalement sur les dents, surface sur laquelle les bactéries peuvent adhérer, et forment ce 
qu’on appelle la plaque dentaire.[84] La plaque dentaire ne cause généralement pas de problème 
et peut être contrôlée avec une bonne santé buccodentaire. Toutefois, avec le temps, une couche 
plus importante de bactéries peut se former sur les dents et ce malgré un brossage quotidien. On 
parle ici du tartre, biofilm plus nocif pour notre santé buccodentaire que la plaque dentaire.[85] 
Une fois le tartre formé, il est très difficile à l’enlever avec les méthodes traditionnelles telles que 
la brosse à dent, la soie dentaire et le rince bouche. Il faudra donc utiliser des outils de détartrage 
chez le dentiste et même parfois des ultrasons puissants afin de briser le réseau bactérien si le 
dépôt de tartre est très épais.[86] 
 La formation d’un biofilm est un processus compliqué, car il implique des changements 
majeurs dans l'utilisation de l'information génétique de l’organisme et de l'énergie cellulaire.[87] 
Cette modification structurelle apporte des conséquences profondes sur la survie bactérienne. Le 
comportement des bactéries dans le biofilm, ainsi que la faible accessibilité des bactéries à 
l’intérieur de celui-ci, peut compliquer énormément le traitement des infections bactériennes.[80] 
La formation de ces communautés de microorganismes est également associée aux infections 
chroniques, de par la difficulté d’éradiquer complètement les bactéries présentes dans le 
biofilm.[88] 
 Les travaux présentés dans cette thèse ont pour but de démontrer qu’avec une approche 
de perturbation membranaire et de la matrice de polysaccharides du biofilm, nous pouvons 
inhiber et détruire la formation de biofilm afin de contrer les problèmes susmentionnés.  
1.7.1 Le cycle de développement des biofilms  
 Le mécanisme de formation et de développement de biofilm peut être généralisé en un 
cycle continu de quatre étapes qui diffèrent légèrement d’une souche de bactérie à une autre 
(Figure 1.15).[89] Le processus commence avec un signal environnemental qui génèrera un 
changement au niveau du programme génétique chez les bactéries.  
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 Ce changement génétique poussera les bactéries planctoniques à adhérer de manière 
réversible sur une surface (Figure 1.15, étape I).[90] 
 
Figure 1.15. Les différentes étapes du développement des biofilms. 
 Pour se faire, les bactéries utilisent les flagelles, les pilis, des lipopolysaccharides ou 
d’autre appendices situés à la surface cellulaire. Pour permettre une survie cellulaire, il faut que 
la surface d’attachement permette une croissance bactérienne.[91] 
 Lors de cette étape, il faut distinguer deux types de bactéries bien spécifiques : les 
bactéries mobiles qui possèdent des flagelles pour se déplacer et les bactéries non mobiles qui 
ne possèdent aucun moyen de se déplacer. En effet, les bactéries avec des flagelles peuvent les 
utiliser comme moyen de déplacement, ainsi que de surface d’attachement, ce qui favorise la 
formation de biofilm. Toutefois, les bactéries qui n’en possèdent pas, tel que les MRSA, doivent 
développer d’autres méthodes pour cibler la surface et s’y attacher. Lorsque les conditions sont 
propices à la formation de biofilm, les bactéries non-mobiles augmentent l'expression 
d’adhésines présentes à leur surface externe. Ce facteur favorise à la fois l'adhérence à la surface, 
mais également l’interaction avec les autres cellules permettant la formation d’une couche 
initiale de bactéries à la surface. [92] 
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 Une fois attachées, les bactéries commencent à produire, sur la surface biotique (dents, 
poumons, colons ou la peau) ou abiotique (surface ou instrument médical) des polysaccharides 
et des glycoprotéines permettant à d’autres bactéries d’y adhérer et de former un réseau bien 
structuré (Figure 1.15, étape II). Sous cette forme, les bactéries sont attachées à la surface et 
entre elles de manière irréversible. Les bactéries qui possèdent des flagelles les perdront, afin de 
former un biofilm plus compact. Ces bactéries, maintenant non-mobiles, utilisent une méthode 
de convulsion afin de se déplacer et de se structurer dans le biofilm.[93] 
 Sur une même surface, on voit apparaitre plusieurs microcolonies avec le temps. Ces 
communautés indépendantes doivent réduire la confluence entre-elles et pour ce faire, les 
espaces non colonisés sont remplis de bactéries afin de couvrir toute la surface et de former un 
seul biofilm. Une fois la colonie formée, les bactéries au sein de celle-ci commencent à 
communiquer entre elles en envoyant et en recevant un signal chimique dans un processus 
appelé détection du quorum (QS, quorum sensing).[94] Des molécules de signalisation, ou auto-
inductrices, sont continuellement fabriquées et sécrétées par les cellules individuelles. Le QS ne 
peut être senti que si la population est très dense, comme c’est le cas dans un biofilm. Si la 
population bactérienne n’est pas assez grande, la diffusion des auto-inducteurs est très rapide, 
ce qui empêche les bactéries de communiquer entre-elles. Une fois que la population atteint un 
certain nombre, le signal chimique atteint une concentration spécifique, on dit alors que le 
quorum est atteint, ce qui déclenche des changements génétiques importants. Le changement 
génétique majeur apporté par cette communication bactérienne est la formation de la matrice 
extracellulaire (Figure 1.15, étape III).  
 Le QS est principalement responsable de la quantité de substance extracellulaire 
polymérique (SEP) formée.[95] Cette matrice, qui régit l'intégrité fonctionnelle et structurelle des 
biofilms, est principalement composée de polymères, de polysaccharide et de protéines. Celle-ci 
contient également de l'ADN, des lipides, ainsi que d’autres macromolécules essentielles à la 
survie du biofilm.[96] Plus précisément, l’ADN extracellulaire est une composante essentielle à la 
survie du biofilm puisqu’elle protège les bactéries des facteurs environnementaux. Cette 
protection confère une résistance nettement supérieure au biofilm contre les antibiotiques et 
aussi contre les réponses immunitaires du corps humain. Ces composantes sont entourées de 
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canaux responsables du transport de l'air, de l'eau et des nutriments dans l'ensemble du biofilm. 
Ce mélange de biopolymères et de nutriments offre un environnement viable à tout 
microorganisme pour survivre et proliférer. La SEP a également pour but de protéger les bactéries 
au sein du biofilm. Une fois la SEP formée, les bactéries sont moins sensibles aux antibiotiques et 
aux antimicrobiens en raison de la diffusion limitée de ces composés dans le biofilm et de 
l'impossibilité pour ceux-ci d'atteindre leur site d'action. Cette caractéristique est directement 
reliée au caractère très virulent de certaines souches bactériennes.[97] 
 Finalement, à l’aide du QS, les bactéries peuvent se développer sous forme d’une 
matrice tridimensionnelle (Figure 1.15, étape IV). À ce stade, le QS régit et régule la densité de la 
population au sein du biofilm, tout en maintenant l’approvisionnement de nutriments 
nécessaires à la maturation de celui-ci. Si le niveau de nutriments commence à diminuer, les 
signaux moléculaires envoyés par les bactéries produisent des protéines permettant la dissolution 
locale de la SEP.[98] Une fois la matrice endommagée ou dissoute, les bactéries retournent à l’état 
planctonique et peuvent quitter le biofilm. Une fois libres, celles-ci peuvent se disperser de 
nouveau, et ainsi coloniser de nouveaux sites propices à la croissance bactérienne, où les 
nutriments sont abondants.[99] 
1.7.2 Les biofilms mixtes 
 Bien que la plupart des biofilms utilisés en laboratoire soient formés avec une seule souche 
de microorganisme, dans la nature il est plutôt question de cohabitation au sein d’un même 
biofilm par plusieurs espèces.[100] Ces biofilms mixtes sont souvent formés de levures entrelacées 
de bactéries. Les levures sont des microorganismes ayant une taille qui varie entre 4 et 12 µm.[101] 
Pour ce qui est des bactéries, celles-ci sont généralement plus petites que les levures et mesure 
entre 0,2 et 2 µm. On retrouve toutefois une différence majeure dans la structure des biofilms de 
levures puisque celles-ci ont la capacité de former des hyphes, principalement composé de 
chitine, dans la matrice du biofilm.  La formation des hyphes se produit généralement pendant la 
maturation du biofilm. L’ajout de ces hyphes génère un réseau filamenteux dans le biofilm, ce qui 
est très propice à la propagation et au développement de la colonie.[102] 
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 Dans notre corps, les souches de C. albicans sont parmi les espèces fongiques les plus 
répandues et n’entraînent généralement aucune maladie.[103] Toutefois, ce pathogène est très 
opportuniste et une fois sous forme de biofilm, il peut provoquer des infections graves. De par la 
structure filamenteuse des biofilms de C. albicans, ceux-ci sont généralement isolés sous forme 
de co-biofilms avec plusieurs bactéries telles que les MRSA.[104] En s’accrochant aux hyphes des 
C. albicans, les MRSA forment une entité synergique qui permet la cohabitation des espèces 
(Figure 1.16). Une fois les espèces réunies, celles-ci communiquent via le QS afin de maximiser la 
survie du biofilm.  
 
Figure 1.16. Représentation de l’interaction entre deux espèces au sein d’un biofilm. 
 Les deux espèces établissent une forte cohésion qui stabilise la structure globale du 
biofilm, tout en permettant une colonisation contrôlée par les membres individuels. En plus de 
leurs interactions physiques, de leurs relations synergiques et de la régulation du biofilm via le 
QS, les espèces peuvent également s’échanger des nutriments.[105] Dans un cas, les espèces 
s’échangent mutuellement des nutriments, et dans un autre, une espèce peut utiliser les 
nutriments disponibles afin de produire des nutriments qui seront métabolisés par l’autre espèce 
dans le biofilm. Cette cohésion inter-espèce entraîne une formation de biofilm très virulent. Une 
étude a montré que lorsque les C. albicans et les MRSA cohabitent, les C. albicans protègent les 
bactéries contre des antibactériens, tel que la vancomycine.[106] Cet antibiotique très efficace 
contre les bactéries Gram+ aurait normalement dû éradiquer les colonies de MRSA, mais ce ne fut 
pas le cas. Une protection additionnelle proviendrait de la matrice extracellulaire des biofilms de 
C. albicans  qui contiennent plus de glucanes que les biofilms de MRSA seuls. Cependant, une 
autre étude a démontré que cet effet de protection mutuelle pouvait être réduit par l’ajout d’un 






 Au vu des résultats de ces études, il est évident que l’inhibition des biofilms uni ou 
multicellulaire est facilitée si celui-ci est perturbé ou perméabilisé. Les travaux présentés dans 
cette thèse porteront donc sur la conception et la synthèse d’agents ayant la capacité de 
perturber les matrices et les membranes cellulaires afin d’inhiber la formation de biofilms ou de 
détruire des biofilms formés.  
1.7.3 La détection des biofilms 
 Bien que les biofilms soient parfois visibles à l’œil nu, il est très souvent difficile de 
déterminer l’épaisseur ou l’uniformité de ceux-ci. Afin de déterminer ses caractéristiques, 
plusieurs méthodes sont utilisées pour analyser leur structure.  
 La première méthode est la méthode de coloration au cristal violet.[108] Cette molécule 
colorée possède une interaction très forte avec les peptidoglycanes qui se retrouvent sur la 
membrane cellulaire. Ainsi, lorsque l’on met les biofilms en présence de cet agent de coloration, 
les bactéries se colorent en mauve et nous pouvons visuellement (qualitatif) ou 
expérimentalement (quantitatif) déterminer la présence de biofilm dans notre échantillon (Figure 
1.17).[109] 
 
Figure 1.17. Structure du colorant cristal violet et son effet sur les biofilms. 
 Cependant, cette méthode ne renseigne aucunement sur la viabilité et l’organisation 
structurelle du biofilm sur la surface. Pour ce faire un test de fluorescence bicolore (vert et rouge) 








Figure 1.18. Représentation de différents biofilms avec le test de viabilité Baclight. 
 Cette analyse consiste à mettre en présence du biofilm deux agents intercalants de l’ADN. 
Ces deux sondes sont la protéine verte fluorescente SYTO9 et l’iodure de propidium (PI). Lorsque 
la protéine verte fluorescente (perméable aux membranes) est utilisée seule, celle-ci est capable 
de pénétrer les membranes bactériennes et s’intercaler à l’ADN. Cette interaction avec l’ADN 
apporte une augmentation de la fluorescence qui émet dans le vert (Figure 1.18a). Cette sonde 
ne fait aucune distinction entre les bactéries dont les membranes sont intactes et celles dont les 
membranes sont endommagées. En revanche, de par son caractère très hydrophobe, l'iodure de 
propidium (figure 1.19) ne pénètre que dans les bactéries dont les membranes sont 
endommagées. Une fois intercalé entre les bases de l’ADN, cet agent émet de la lumière rouge 
20 à 30 fois plus intense que la protéine SYTO9 (Figure 1.18b).[111] 
 
Figure 1.19. Structure de l’iodure de propidium utilisé comme colorant.  
 Lorsque ces deux colorants sont mélangés en présence d’un biofilm, le PI émet donc une 
fluorescence plus intense que la protéine, permettant de distinguer clairement les bactéries 
saines de celles dont la membrane est endommagée. En plus d’indiquer la viabilité du biofilm, 
cette méthode d’analyse permet également de visualiser la morphologie et l’uniformité des 








Figure 1.20. Image MEB d’un biofilm S. aureus.[112] 
 Finalement, afin d’analyser la morphologie du biofilm de manière très précise, la 
microscopie électronique à balayage (MEB) est utilisée.[113] Cette méthode permet de visualiser 
les bactéries (1-2 µm) présentes dans le biofilm et d’obtenir des images de haute résolution 
(Figure 1.20). Ces images permettent ensuite de déterminer la morphologie exacte du biofilm, 
c’est-à-dire l’agglomération des bactéries dans le biofilm, ainsi que leur taux de survie. Bien que 
toutes ces techniques possèdent leurs avantages et leurs inconvénients, une fois utilisées 
ensemble, une analyse complète des biofilms peut être obtenue. 
1.7.4 Étude de l’activité sur les biofilms 
 Afin de déterminer l’activité antibiofilm de nos composés, deux modèles seront 
employés : un modèle d’inhibition de la formation du biofilm, ainsi qu’un modèle de 
perturbation/destruction de biofilm déjà formé ou mature (Figure 1.21).  
 
Figure 1.21. Représentation des deux modèles utilisés pour la détermination de l’activité 
antibiofilm. (I) : inhibition ; (II) : perturbation/destruction. 
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 Le modèle d’inhibition consiste à incuber des bactéries planctoniques en présence 
d’antibiotique et par la suite étudier la capacité des antibactériens à inhiber la formation du 
biofilm. Pour ce qui est du test de perturbation/destruction des biofilms, on incube d’abord des 
bactéries jusqu’à l’obtention d’un biofilm viable, et on étudie ensuite la capacité de nos molécules 
à agir sur celui-ci. Ainsi, nous pouvons déterminer l’activité antibiofilm des composés en utilisant 
les différentes méthodes de détection discutées dans la section précédente. 
 Afin de valider les résultats obtenus, il est important d’avoir des contrôles positifs et 
négatifs. Le contrôle négatif se fait en présence de DMSO, généralement 10-20% en solution 
aqueuse, puisque les composés utilisés sont préalablement dissouts dans celui-ci. Il est donc 
important de vérifier que le DMSO n’a aucun effet sur la densité et la morphologie du biofilm. 
Pour ce qui est du test positif, l’éthanol est utilisé, puisque celui-ci est reconnu pour tuer plus de 
95% des biofilms.[114] Nous pouvons également utiliser des composés de référence qui ont montré 
une capacité à inhiber ou détruire les biofilms.  
 Fait intéressant à noter, même si certains composés possèdent la même activité 
antibactérienne planctonique (CMI), ceux-ci peuvent montrer des activités antibiofilm très 
différentes. Les travaux de cette thèse présentent les résultats obtenus sur les bactéries 
planctoniques, ainsi que leur capacité à agir sur les biofilms.  
1.8 Les composés cationiques antibactériens et antifongiques 
 Les composés cationiques amphiphiles sont depuis longtemps utilisés comme produits 
désinfectants et dans l’industrie pharmaceutique.[115] Tel que présenté dans la section 
précédente, l'ADN chargé négativement est une composante majeure de la matrice des biofilms. 
Ceci a conduit au développement des agents amphiphiles cationiques afin d’interagir avec l'ADN 
présent dans la matrice des biofilms, et ainsi obtenir une inhibition/destruction de ces derniers. 
Plusieurs études ont démontré que des polymères,[97] des pillararènes,[116] des porphyrines,[117] 
des dendrimères[118] et des petites molécules amphiphiles[119] pouvaient agir sur la matrice des 
biofilms et les perturber.  
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1.8.1 Les composés de type ammonium quaternaire 
 Lors d’une infection microbienne, les peptides antimicrobiens (AMPs) sont utilisés comme 
réponse immunitaire pour éradiquer rapidement les agents pathogènes, et ce par la destruction 
des membranes cellulaires des organismes envahisseurs.[120] Inspirés de ces AMPs, des composés 
de type ammonium quaternaire (QACs) sont largement utilisés comme antimicrobiens depuis le 
début des années 1900.[121] De par leur facilité de synthèse, les QACs ont fait l’objet de 
nombreuses études sur leur capacité inhibitrice des biofilms.[122] Le chlorure de benzalkonium par 
exemple, aussi connu sous le nom de BAC, possède une activité biocide importante.[123] 
 
Figure 1.22. Structure du chlorure de benzalkonium.  
 Le mécanisme bactéricide des QACs est dû à la perturbation des interactions 
intermoléculaires dans la membrane cellulaire, ce qui compromet la perméabilité de la cellule et 
induit la fuite de son contenu. Les chlorures de benzalkonium sont des agents à action rapide et 
actifs contre certains virus, bactéries et levures. Ils sont donc utilisés à profusion dans les 
établissements hospitaliers comme désinfectants, comme additif dans les détergents, ainsi que 
dans l’industrie du textile.[124]  
 Cet agent antibactérien très simple est composé d’un mélange de chlorures 
d'alkylbenzyldiméthylammonium, dans lequel le groupe alkyle a diverses longueurs de chaîne 
(Figure 1.22). Son activité biocide importante est principalement associée aux dérivés C12 et C14. 
En plus de son activité biocide bien connue, P. Di Martino et ses collègues ont récemment 
démontré l’activité antibiofilm du BAC.[125] En effet, lorsque des biofilms de différentes souches 
bactériennes sont exposés à des concentrations de BAC égale à la CMI, une inhibition totale de la 
formation du biofilm est observée. Toutefois, lorsque ces mêmes biofilms sont exposés à des 
concentrations inférieures à la CMI, une augmentation évidente de l’épaisseur du biofilm est 




n = 8, 10, 12, 14, 16, 18
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 Cette réponse serait dûe au stress environnemental apporté par la basse concentration 
de BAC sur les bactéries. Celles-ci ressentiraient un danger et se protègeraient plus massivement 
sous forme de biofilm, sans que le BAC ne puisse exercer son effet antibactérien (concentration 
de BAC < CMI).   
 
Figure 1.23. Structure de la norspermidine et des nouveaux analogues synthétisés. 
 Plus récemment, des travaux du groupe de Clardy ont démontré que la norspermidine 
possédait des capacités inhibitrices des biofilms (Figure 1.23). L’activité antibiofilm proviendrait 
d’une attraction des fonctions amines présentes sur la molécule avec la matrice chargée 
négativement en utilisant des interactions de Van der Waals et des liaisons hydrogène.[126] 
 Au vu de ces résultats, M. Jennings et ses collègues se sont inspirés de la structure de cette 
molécule afin de synthétiser une nouvelle librairie de QACs (Figure 1.23). Leur librairie de 
composés mono, di- et tri-cations ammonium, comportant des longueurs de chaînes variées, a 
été désignée afin d’étudier si l’espacement de la charge et la structure tridimensionnelle jouent 
un rôle sur l’activité biologique des composés.[127] Un composé de type pyridinium di-cationiques 
rigide, le paraquat (PQ), a également été synthétisé pour fin de comparaison avec les composés 
plus flexibles (Figure 1.23). Les résultats d’inhibition des biofilms ont été excellents et les auteurs 
ont rapporté que le PQ était l'un des composés les plus actifs de leur librairie. Basé sur ces 
résultats, les auteurs ont proposé que la nature de la charge cationique, et non l'emplacement 









 De par leur nature cationique et amphiphile, les QACs démontrent généralement une 
assez grande toxicité sur les cellules eucaryotes humaines. En 2016, J. Haldar et ses collègues ont 
montré que les activités antibactériennes de petites molécules amphiphiles sont reliées à leur 
cytotoxicité. La stratégie qu’ils ont utilisée consiste à simplement modifier l’espacement des 
unités hydrophiles (Me2N+) tout en maintenant le nombre total d’atomes de carbone et la charge 
positive constants (Figure 1.24). Avec ces petits changements structurels, les auteurs ont pu 
moduler la toxicité de ces QACs, tout en gardant de bonne activité antibactérienne et 
antibiofilm.[128]  
 
Figure 1.24. Structure des différents analogues synthétisés par J. Haldar et ses collègues. 
Cette étude a démontré que l’activité antibactérienne des composés 1.1-1.3 ne varie que très peu 
avec les changements structurels apportés. En effet, la CMI de chacun de ces composés varie 
entre 2 et 4 µM sur différentes souches bactériennes (MRSA et E. coli). Cependant, lorsque ces 
composés ont été testés sur des globules rouges humains (GRH), leur activité hémolytique 
(indiquée par la HC50, concentration à laquelle se produit une hémolyse de 50% des GRH) s'est 
révélée varier considérablement. En effet, on a observé une augmentation de la toxicité 
hémolytique lorsque les charges sont rapprochées. On peut en déduire que l’activité 
antibactérienne, ainsi que la toxicité peuvent être modifiées en apportant de légers changements 
structurels au sein d’une même série d’analogues. Les travaux de cette thèse tiendront comptent 
de ces études dans la conceptualisation de nouvelles molécules amphiphiles actives et peu 


































(1.3, HC50 = >1000 µg/mL)
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1.8.2 Les composés azolés  
 Dans un effort de réduire d’avantage la toxicité des composés cationiques amphiphiles, 
les travaux de cette thèse portent sur l’utilisation des noyaux imidazole et benzimidazole. Le 
noyau 1H-imidazole est très présent dans la nature et se retrouve même sur la chaîne latérale 
d’un des 22 acides aminés essentiels, l’histidine (Figure 1.25).[129] 
 
Figure 1.25. Structure du noyau 1H-imidazole et de l’acide aminé essentiel L-histidine. 
 De par sa très grande biocompatibilité, le noyau imidazole possède un grand potentiel 
pharmaceutique, ce qui explique qu’il soit utilisé depuis plusieurs années en tant qu’agent 
antifongique.[129] Le miconazole, par exemple, est un antifongique topique de type imidazolé, 
facilement synthétisable en trois étapes (Schéma 1.2), qui est utilisé depuis près de 50 ans dans 
le traitement des infections aux levures.[130] Cet antifongique, souvent utilisé sous sa forme 
protonée (sous forme de sel de nitrate), possède un large spectre d’activités, ce qui lui donne une 
place sur la liste des médicaments essentiels de l’Organisation mondiale de la santé (OMS).[131] 
L’activité biocide de ce composé, ou en d’autres mots le mécanisme d’action, est attribuée à 
l’inhibition du cytochrome P450 (CYP450), une hémoprotéine impliquée dans plusieurs réactions 











Schéma 1.2. Synthèse du nitrate de miconazole en trois étapes.[133] 
 Lorsque le nitrate de miconazole interagit avec le CYP450, protéine responsable de la 
clairance de plusieurs composés dans le corps, la fonction amine du noyau imidazole se lie au 
noyau hème inhibant la synthèse de l’ergostérol, molécule essentielle à la structure membranaire 
des levures (Figure 1.26).[134] Dans le cas des bactéries, plus spécifiquement dans le cas des 
souches MRSA, le miconazole se lie au noyau flavohémoglobine et induit la production d’espèces 
réactives de l’oxygène (ROS) endogène, ce qui mène ultimement à l’apoptose cellulaire.[135]  
 





































 À part les composés imidazolés, d’autres types de composés azolés ont fait leur apparition 
sur le marché. Les triazoles représentent une autre famille d’antifongiques azolés qui sont utilisés 
dans le milieu pharmaceutique depuis 40 ans.[137] Le fluconazole (Figure 1.27), qui fait également 
partie de la liste essentielle de l’OMS, est l’un des antifongiques les plus utilisés de nos jours.[138]Il 
possède un mécanisme d’action similaire au miconazole et, dû à sa grande utilisation, il est 
généralement utilisé comme référence lors de la détermination et l’analyse de l’activité 
antifongique de nouveaux analogues.[139] 
 
Figure 1.27. Structure de l’antifongique fluconazole. 
1.8.3 Les sels d’imidazolium et de benzimidazolium 
 Nous avons vu désormais que les QACs possèdent un large spectre d’activité antiseptique 
et que les noyaux imidazole et benzimidazole possèdent une très bonne biocompatibilité. De par 
ces caractéristiques, les composés cationiques à base de sel d’imidazolium et de benzimidazolium 
représentent une sous-classe de QACs faciles à synthétiser, généralement en deux étapes 
(Schéma 1.3), qui ont démontré des propriétés antibactériennes, antifongiques et 
antibiofilms.[140] 
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 Le composé NH125, par exemple, a montré la capacité d’éradiquer les bactéries présentes 
dans les biofilms de MRSA par la dépolarisation de leur membrane externe (Figure 1.28).[141] Cet 
antibiotique possède un cation imidazolium benzylique et une chaîne hydrophobe à 16 atomes 
de carbone, lui conférant une structure amphiphile, capable de pénétrer les bicouches 
phospholipidiques et agissant comme un détergent pour perméabiliser les membranes 
cellulaires.  
 
Figure 1.28. Composé NH125 et différents analogues de la librairie de Huigens.[142] 
 Inspiré de ces résultats, Huigens et ses collègues ont récemment entrepris la synthèse 
d’une librairie d’analogues du NH125.[142] Parmi ces analogues, deux composés (1.8 et 1.9) 
montrèrent une amélioration considérable de l’activité antibactérienne et antibiofilm sur des 
souches de MRSA (Figure 1.28). Ces analogues agissent via un mécanisme de lyse membranaire 
et possèdent une multitude d'applications biomédicales prometteuses. De plus, ces travaux ont 
également démontré l’importance du caractère amphiphile de ces antibiotiques, puisque le 
composé 1.10 n’a montré qu’une très faible activité sur les souches de MRSA. 
1.9 Description du projet de recherche 
 Mes travaux de recherche ont eu comme but principal de synthétiser et caractériser des 
composés amphiphiles qui ont la capacité d’inhiber et de perturber les membranes bactériennes 
et les biofilms.  
1.9.1 Propriétés antibactériennes d’analogues du miconazole  
 Dans un premier temps, nous avons étudié l’effet du changement structurel sur 
l’antifongique miconazole, en transformant le noyau imidazole en cation imidazolium, afin de lui 
apporter un caractère amphiphile capable de détruire les biofilms. Cette stratégie est 












J. Haldar et ses collègues ont récemment proposé le même type de modification de la 
vancomycine via un couplage peptidique avec l’amine 1.11 (Schéma 1.4).[143] 
 
Schéma 1.4. Synthèse du dérivé amphiphile de la vancomycine.[143] 
  
 Cette modification structurale a permis l’augmentation de l’activité antibiofilm de la 
vancomycine, tout en limitant l’apparition de résistance bactérienne. La VanQAmC10 possède 
également la capacité de promouvoir l'autophagie ce qui augmente sa capacité d’éliminer les 
agents pathogènes intracellulaires.[143] Nos travaux ont porté sur la quaternisation du noyau 
imidazole de l’antifongique miconazole. En alkylant l’azote du miconazole avec des chaînes 
carbonées, le noyau imidazole est transformé en cation imidazolium, qui ne possède plus 
d’électrons libres sur l’atome d’azote (Schéma 1.5). Comme indiqué précédemment cette paire 
d’électrons libres est impliquée dans la liaison du miconazole avec l’hème. En enlevant ceux-ci, 




















































 De ce fait, nous changeons totalement le mécanisme d’action antibactérien, car ces 
composés amphiphiles pourront perturber les membranes cellulaires et les biofilms.   
 
 
Schéma 1.5. Réaction d’alkylation afin d’obtenir divers bromures de miconazolium 
 
1.9.2 Propriétés antibactériennes et antibiofilms des sels d’imidazolium et de 
benzimidazolium 
  Depuis quelques années, notre groupe de recherche a développé plusieurs séries de 
transporteurs de chlorure contenant le cation benzimidazolium (1.18, 1.19 et 1.20). Ces 
transporteurs ont montré une bonne activité bactéricide dûe à leur capacité à induire un 
déséquilibre électrolytique et à perturber l'intégrité des membranes bactériennes.[144] 
 
 









        














































 Leur nature amphiphile provenant du cation benzymidazolium et de la chaîne apolaire 
phényléthynylbenzyl (PEB) leur permet de s’insérer dans les bicouches lipidiques. Des images SEM 
ont également montré la formation de pores/canaux dans les membranes bactériennes.[144] Ces 
pores entraînent une fuite du contenu intracellulaire, ce qui mène ultimement à la mort 
bactérienne. L’effet de la nature des contres anions a également été observé, puisque les 
composés portant des anions organiques tel que le OTf et le NTf2 montrent généralement une 
meilleure activité bactéricide. En plus de leur facilité de synthèse, ces composés ont montré une 
très faible toxicité hemolytique.[144] 
 Mes travaux de recherche ont porté sur la conception et la synthèse de nouveaux 
analogues amphiphiles contenant le même échafaudage cationique, mais ayant différentes 
chaînes apolaires octyle, adamantyle, cholestéryle et phényléthynylbenzyl.  
 Au travers de cet ouvrage, je présenterai les travaux de conception et de synthèse de 
nouveaux agents perturbateurs de membrane. Je présenterai également plusieurs applications 
biologiques de ces nouveaux composés, afin de montrer le spectre large d’applications des sels 
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Chapitre 2 : Synthèse d’agents anti-biofilms dérivés de la 
molécule antifongique Miconazole 
2.0 Préface 
 Le miconazole, un composé contenant un noyau imidazole, est un puissant agent 
antimycotique utilisé contre un large éventail de champignons pathogènes et possède également 
une activité antistaphylococcique. Il a été proposé que le miconazole inhibe la croissance 
bactérienne et fongique en se liant à la flavohémoglobine, une enzyme impliquée dans la défense 
bactérienne contre le stress externe. Reconnaissant le pouvoir antibactérien du miconazole, nous 
avons conçu et synthétisé des analogues de miconazole contenant un fragment imidazolium 
substitué. La modification structurelle du miconazole a conduit à un composé très puissant pour 
empêcher la formation et perturber les biofilms bactériens, en raison de l'accumulation dans la 
matrice du biofilm, de la perméabilisation de la membrane bactérienne et de la génération 
d'espèces réactives de l'oxygène dans le cytoplasme. 
 Ma contribution pour cet article a été la réalisation des synthèses organiques et des 
expériences de biofilm et la rédaction de l’article. Nous tenons à remercier le professeur K. 
Wilkinson pour l’accès à ses laboratoires tout au long de ce projet. Nous tenons à remercier M. 
Golmohamadi pour son aide aux niveaux des analyses au microscope ainsi que pour les analyses 
des pourcentages de mortalité dans les biofilms.  
2.0.1 Les liquides ioniques organiques 
 Un liquide ionique organique (LIO) est défini comme étant une molécule possédant un 
cation ou un anion organique et dont la température de fusion est inférieure à 100 °C. Ces liquides 
ioniques sont couramment utilisés dans l’industrie, puisqu’ils possèdent plusieurs avantages.[1] 
Tout d’abord, ceux-ci peuvent être utilisés en tant que solvants organiques sécuritaires, puisqu’ils 
ne s’enflamment pas, contrairement aux solvants classiques tels que l’acétate d’éthyle, l’acétone 
ou l’hexane. Ils peuvent également être utilisés afin de dissoudre des complexes organo-
métaliques et des enzymes.  
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Ces caractéristiques sont modulables puisqu’un changement au niveau du cation/anion 
organique peut induire une modification de leurs propriétés physicochimiques.  
 Ces liquides ioniques organiques ont attiré l’attention de plusieurs chercheurs, qui se sont 
penchés sur leurs propriétés antibactériennes.[2] En effet, un antibactérien ou un antifongique 
possédant un noyau modulable, tel que le miconazole, peut être transformé en cation organique, 
permettant ainsi l’utilisation de ces principes actifs sous forme de liquides ioniques. Une réaction 
d’alkylation du miconazole en présence d’iodure de méthyle, d’éthyle ou de n-butyle leur a ainsi 
permis d’obtenir de nouveaux agents antifongiques (Figure P2.1).[3] Les auteurs ont par la suite 
transformé l’ion iodure en ion PF6 afin d’obtenir des liquides ioniques organiques stables 
possédant une activité biologique.  
 
Figure P2.1. Structures des analogues après la réaction d’alkylation du miconazole. 
  Plus récemment, des études ont montré que les sels d’imidazolium et de pyridinium 
présentaient également une activité antibactérienne.[4] Dans ces travaux, deux séries de liquides 
ioniques à base de cations 1-methylimidazolium et de pyridinium ont été synthétisées afin 
d’étudier l’effet de différentes longueurs de chaîne alkyle sur leurs propriétés physicochimiques 
et sur leur activité biologique (Figure P2.2). Bien que la plupart de ces analogues ait une activité 
antibactérienne, les analogues à plus longue chaine tel que le C10, C12 et C14 se se sont révélés 






















Figure P2.2 Structures des différents sels d’imidazolium et de pyridinium. 
 De plus, ces cations possédant des chaines alkyles ont également été utilisés afin de 
combattre les biofilms.[5] Dans une étude publiée en 2017, les auteurs ont étudié l’effet de quatre 
liquides ioniques (Figure P2.3) sur la perturbation de biofilms d’algues marines. La croissance de 
ces algues ainsi que la formation de biofilm ont été inhibées lors de l’ajout des liquides ioniques. 
Le composé [C16MIM][Cl] a présenté la meilleure activité en inhibant complètement la formation 
des biofilms et ce, à de très basse concentration. Le composé [C4MIM][Cl], quant à lui, a 
également montré une activité antibiofilm, mais à de plus haute concentration. 
 
Figure P2.3 Structures des différents sels d’imidazolium et d’ammonium 
 Ces études nous ont donc permis de comprendre qu’il existe un ratio lipophile/hydrophile, 
qui doit être respecté afin d’obtenir un composé qui possède des propriétés de perturbations 
membranaires viable et efficace.  
 Un composé possédant un caractère cationique trop intense, comme dans le cas des 
courtes chaines alkyles, aura une affinité trop élevée avec le milieu aqueux et ne pourra pas 
s’insérer dans les membranes hydrophobes ou dans les biofilms. En contrepartie, un composé 
ayant un caractère lipophile trop intense, comme dans le cas de très longues chaînes alkyles, sera 
souvent peu soluble dans les milieux biologiques et possèdera une interaction avec la membrane 




































 Afin de confirmer cette tendance, nous avons reproduit ces travaux pour des sels de 
miconazolium possédant différentes longueurs de chaînes. L’étude et la comparaison des 
activités antibactérienne et antibiofilm sont rapportées dans les travaux publiés, présentés dans 
ce chapitre. 
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2.1 Abstract  
 We designed and synthesized miconazole analogues containing a substituted imidazolium 
moiety. The structural modification of the miconazole led to a compound with high potency to 
prevent the formation and disrupt bacterial biofilms, as a result of accumulation in the biofilm 
matrix, permeabilization of the bacterial membrane and generation of reactive oxygen species in 
the cytoplasm.  
2.2 Introduction 
 Bacterial biofilms are microbial communities held together by an extracellular matrix1 that 
is composed of exo-polymeric substances (EPS);2 polysaccharides, proteins, lipids, extracellular 
DNA and other bacterial decomposition substances. The polymers are held together by a complex 
network of hydrogen bonds, ionic and van der Waals interactions that are crucial for the integrity 
of the biofilm.3a–c Bacterial biofilms can be found in numerous infections including those occurring 
in the lungs of cystic fibrosis patients, burns, teeth and ear infections.4 Their presence has led to 
a dramatic enhancement in bacterial resistance to antibiotics. They are a serious health concern 
as 17 million new biofilm-associated infections occur each year in the United States alone, 
resulting in up to 550 000 deaths annually.5,6 Therefore, there is an increasing interest in 
developing new strategies and agents to prevent the formation of biofilms or to destroy already 
formed biofilms. Biofilm formation is a multistep process as shown in Figure 2.1. Planktonic 
bacteria are first thought to attach to an abiotic surface; the attachment becomes irreversible in 
a second stage. Subsequent steps involve biofilm maturation and growth, which results in the 
formation of the three-dimensional bacterial community. Bacterial detachment occurs in the last 
step, when planktonic bacteria are released from the biofilm in order to colonize new sites. 
Among the different interactions responsible for the formation of biofilms, electrostatic 
interactions are the earliest forces affecting bacterial adherence to surfaces (Figure 2.1).7 Since 
the outer surfaces of biofilms consist of an anionic matrix, it is not surprising that cationic 
compounds may act as early stage biofilm inhibitors.8 Indeed, during the past decade, quaternary 
ammonium compounds (QACs) have been shown to be potent inhibitors for biofilm formation,9 
but they have also been shown to be toxic to mammalian cells.10  
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Figure 2.1. Formation, maturation, and dispersion of bacterial biofilms 
 Staphylococcus aureus (S. aureus) is a Gram-positive, biofilm forming bacteria responsible 
for over 50 000 deaths annually in the United States. Furthermore, the emergence of antibiotic-
resistant strains such as methicillin-resistant S. aureus (MRSA) has become a serious concern in 
clinical establishments since it was associated with viral infections and high levels of mortality.11 
The appearance of MRSA resistant to benzalkonium chloride (BAC),12 a QAC widely used as 
disinfectant in hospitals, is now being reported on a regular basis.13  
 Miconazole, an imidazole-containing compound, is a potent antimycotic agent used 
against a wide range of pathogenic fungi that also possesses antistaphylococcal activity.14,15 It was 
proposed that miconazole inhibits bacterial and fungal growth by binding to flavohemoglobin, an 
enzyme involved in the bacterial defense against nitrosative stress. Miconazole’s action was then 
related to the production of endogenous reactive oxygen species (ROS) that led to significant 
cellular structural damage, resulting in cell death.16 The imidazole ring was proposed to bind the 
iron centre of the heme moiety of flavohemoglobin resulting in the generation of intracellular 
ROS that act as nitric oxide dioxygenase inhibitors.17 Unfortunately, microorganisms rapidly 
develop resistance to compounds that act on one specific receptor as in the case of miconazole, 
especially in mixed biofilms.18 We show here that changing the imidazole ring of the known drug 
miconazole into an imidazolium cation results in a compound that has both 
antibacterial/antifungal activity and also anti-biofilm properties.  
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2.3 Results and discussion  
 As mentioned above, QACs in general, and BAC in particular, can act as anti-biofilm agents 
by disrupting the interactions of the extracellular DNA and other components of the bacterial EPS. 
QACs can alter the properties of abiotic surfaces, decreasing their surface tension and therefore 
preventing the formation of biofilms.19 With this information in mind, we transformed the 
imidazole unit of miconazole (2.4) into a quaternary amphiphilic imidazolium that should facilitate 
its penetration of EPS, due to the presence of the positive charge and the lipophilic alkyl chain. 
All the studied alkylmiconazolium salts (Figure 2.2) are also different from miconazole in terms of 
mechanism of action, because they do not possess the capacity to bind to flavohemoglobin. Also, 
the longer alkyl chains possess the amphiphilic balance of a QAC and can act as anti-biofilm agent. 
The antibacterial activity of the alkylmiconazolium bromides was first tested against planktonic 
Gram-positive, Gram-negative bacteria and fungi and compared to miconazole and BAC (Table 
2.1). 
 
Figure 2.2. Synthesis of alkylmiconazolium salts  
Reagents and conditions: (a) 1H-imidazole (3.0 equiv.), CH2Cl2, 0 °C to rt, 72%; (b) NaBH4, 
MeOH/CH2Cl2, 0 °C to rt, 77%; (c) NaH, 2,4-dichlorophenylmesylate, DMF, 0 °C, 87%; (d) Alkyl 





































2.5 : a, R = CH3, X = I;          
     b, R = C6H13, X = Br;
     c, R = C8H17, X = Br;
     d, R = C10H21, X = Br;
     e, R = C12H25, X = Br;
     f, R = C14H29, X = Br;
     g, R = C16H33, X = Br;
R2.5a-g
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 The minimal inhibitory concentrations (MIC)20 of alkyl-miconazolium salts 2.5a–g, 
corresponding to the lowest concentration of antimicrobial that resulted in the reduction of the 
visible growth of planktonic MRSA (ATCC 43300), E. coli (MG1655) and C. albicans (SC5314) are 
reported in Table 2.1. Miconazoctylium bromide (2.5c) was our lead compound since it showed a 
12-fold increased inhibition activity compared to miconazole (2.4) and a 7-fold increased activity 
compared to BAC on MRSA. The higher activity of miconazoctylium bromide (2.5c) on MRSA 
cannot be attributed only to its surfactant properties, as it is more active than BAC.21 At the same 
time, the absence of free electrons on the imidazole’s nitrogen atom prevents its complexation 
of the heme. However, the transformation of the imidazole group into an imidazolium cation is 
not the only parameter responsible for the higher activity of 2.5c, as analog 2.5a was 8-fold less 
active than 2.5c. The hydrophilic/hydrophobic balance responsible for the penetration and 
permeabilization of the bacterial phospholipid membrane is also an important factor, as salts 
2.5b, 5c and 2.5d were the most active compounds on Gram-positive, Gram-negative bacteria 
and fungi. With these results in hand, we studied the ability of the most active miconazoctylium 
bromide (2.5c) to prevent the formation of MRSA biofilms, using a commercially available 
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fluorescent assay (Baclight Live/Dead) that differentiates between alive intact cells (green) and 
permeablized dead cells (red) populations.22 Miconazoctylium bromide (2.5c) showed a 
remarkable biofilm-destruction activity, being able to completely inhibit the biofilm formation at 
its MIC value (45 μM). In contrast, at the same concentration, miconazole (2.4) and BAC induced 
the formation of thicker biofilms, likely due to an increased environmental stress on the bacteria 
(Figure 2.3 and Table 2.2). Moreover, as shown in Figure 2.3, miconazoctylium bromide 2.5c 
inhibits the formation of the biofilm in 24 h not only at its MIC concentration, but also at sub-MIC 
concentrations.  
 
Figure 2.3. S. aureus biofilms labeled with Live/Dead stains after a 24 h incubation in growth 
medium (LB broth). (a) Negative control (DMSO). (b) Positive control (70% ethanol). (c) Miconazole 
(2.4) at 50 μM. (d) Miconazoctylium bromide (2.5c) at 50 μM. (e) Miconazoctylium bromide (2.5c) at 
25 μM. (f) Miconazoctylium bromide (2.5c) at 12.5 μM. 
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Table 2.2. Bacterial mortality after 24 h at different antimicrobial concentrations  
 
a Dead surface area/live surface area.  
  
 Even if some planktonic bacteria were still visible in the aqueous growth medium after 24 
h, 50 % biofilm inhibition was achieved at 12.5 μM (1/4 × MIC). Moreover, miconazoctylium 
bromide 2.5c at sub-MIC concentrations completely inhibit the formation of the biofilm after 48 
h (Figure 2.4). This time-dependent activity can be correlated to an accumulation of 2.5c into the 
biofilm due to its lipophilic character.  
 This lipophilic property could be useful for in the treatment of biofilm-related diseases, 
because 2.5c accumulate likely into the biofilm matrix due to its hydrophobicity and may not 
activate planktonic bacteria resistance mechanism. At lower concentrations (1/8 × MIC) 
miconazoctylium bromide 2.5c did not show significant biofilm-destruction activity, even after 48 
h.  
 The minimal bactericidal concentration (MBC) of 2.5c was determined by re-culturing 
broth dilutions that inhibited the growth of the bacteria at and above the MIC. The MBC for 2.5c 




Figure 2.4. MRSA biofilms labeled with Live/Dead stains after a 48 h incubation in growth 
medium (LB broth). (a) Negative control (DMSO). (b) Positive control (70% ethanol). (c) 
Miconazoctylium bromide (2.5c) at 25 μM. (d) Miconazoctylium bromide. (2.5c) at 12.5 μM. 
 
Figure 2.5. Pre-formed MRSA biofilms treated with 50 μM antimicrobials in 0.9% NaCl. (a) 
Negative control (DMSO only, after 24 h). (b) Miconazole (2.4) (after 24 h). (c) Miconazoctylium 




 In contrast to inhibitors, which prevent the formation of biofilms, compounds that 
eradicate established biofilms at low concentrations are rare. Miconazoctylium bromide (2.5c) 
showed a strong capacity to disrupt pre-formed MRSA biofilms, being able to completely 
permeate bacterial membranes and disrupt the biofilm after 5 minutes at 50 μM (Figure 2.5, 
image c). At the same concentration, miconazole (2.4) had no effect on the pre-formed biofilm, 
even after 48 h of incubation (Figure 2.5, image d).  
 
Figure 2.6. Preformed S. aureus biofilms treated with different concentrations of 
miconazoctylium bromide (2.5c) over 24 h monitored in 0.9% NaCl solution. (a) Negative control 
(DMSO only, after 24 h). (b) Positive control (70% ethanol). (c) 25 μM (1/2 × MIC after 5 min). (d) 12 
μM (1/4 × MIC after 30 min). (e) 6μM (1/8×MIC after 6 h). (f) 3μM (1/16×MIC after 24 h).  
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 Miconazoctylium bromide (2.5c) also showed an excellent ability to disrupt the MRSA 
biofilm at sub-MIC concentrations. For example, about 50% of the bacteria in the biofilm were 
dead after a 24 h exposure to 3 μM concentration of 2.5c (1/16 × MIC). Complete biofilm 
disruption was observed at 12 μM (1/4 × MIC) after 30 min and at 6 μM (1/8 × MIC) after 6 h of 
incubation (Figure 2.6 and Table 2.3). Exposure to 6 or 12 μM of miconazoctylium bromide (2.5c) 
induced the formation of thicker stripes of colonies in the biofilm, indicating an increased stress 
on bacteria and increased ROS production (Figure 2.6e and Figure A1.3).23  
Table 2.3. Bacterial mortality in preformed biofilms at different antimicrobial concentrations 
 
a Dead surface area/live surface area.  
 
 
 Once again, at sub-MIC concentrations, the biofilm disruption was time-dependent, 
indicating the slow penetration and accumulation of 2.5c in the matrix of the biofilm over time.  
 If new compounds are identified to be useful as anti-biofilm agents and are in contact with 
the human body, it is important that they are not toxic to human cells at concentrations they 
possess anti-biofilm activity. The toxicity of miconazoctylium bromide (2.5c), evaluated by 
monitoring the hemolysis of red blood cells and haemoglobin release, is very low, as only 20% 
hemolysis was observed even at concentrations 10-fold higher than its MIC (Figure 2.7). This low 





Figure 2.7. Red blood cells hemolysis of compound (2.5c) and miconazole (2.4).  
2.4 Experimental 
2.4.1 Materials and methods  
 All starting material, benzalkonium chloride (BAC), and 2,7- dichlorofluorescein diacetate 
(H2DCFDA) were purchased from Sigma-Aldrich. 1H and 13C NMR spectra were recorded in 
deuterated solvents at 400 and 100 MHz, respectively, on Bruker spectrometers.  
2.4.2 Synthesis 
 The purity of final compounds used in biological assays was determined by ESI/LC-MS 
analysis (≥95%).  
2.4.3 Bacterial strains, culture conditions and viability  
 MICs were determined on 96-well microtiter plates. Assays were conducted in Lysogeny 
Broth (LB) medium at 37 °C in triplicate, for three different bacterial inoculations and preculture. 
Bacterial cell density (OD at 600 nm) was measured using a Fischer Scientific cell density meter 
model 40. UV-vis and fluorescence spectroscopy experiments were performed on a Tecan Infinite 
M200 microplate reader. Bacterial cell lysis was performed by sonication using a Sonics & 
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Materials Inc. Vibra-Cells VCX-500 Ultrasonic Processor (5 to 15 rounds of 30 seconds sonication 
until the OD600 nm = 0).  
2.4.4 Biofilm inhibition  
 S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium 
to the desired final concentration (OD600 nm = 0.1–0.15). S. aureus biofilms were labeled with 
Live/Dead stain after 12 h incubation with antibiotics in growth medium (LB broth). Each 
experiment was performed at least three times.  
2.4.5 Biofilm disruption  
 S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium 
to the desired final concentration (OD600 nm = 0.1–0.15). After an incubation of 12 h in 8-well 
chambers, the growth media was removed via pipetting and the resulting biofilms were washed 
2 times with 0.9% NaCl solution to remove the remaining planktonic cells. Formed S. aureus 
biofilms were treated with antibiotics over a 24 h monitoring in 0.9% NaCl solution. Each 
experiment was performed at least three times.  
2.4.6 Biofilm staining and confocal laser scanning microscopy (LSM) analysis  
 Biofilms stained with FilmTracerTM LIVE/DEAD® Biofilm viability kit (Molecular Probes, 
Life Technologies Ltd). Briefly, a working solution of fluorescent stains was prepared by adding 1 
μL of SYTO® 9 stain and 1 μL of PI stain to 1 mL of filter-sterilized water. Two hundred μL of staining 
solution were deposited on each well of a 8-well chambered coverglass, after 15 min at room 
temperature in the dark, samples were washed with sterile saline (0.9% NaCl) from base of the 
support material. Then, biofilms were examined with a confocal laser microscope (Leica model 
TCS SP5; Leica Microsystems CMS GmbH, Mannheim, Germany) using a 20× dry objective (HC PL 
FLUOTAR 20.0 × 0.50 DRY). A 488 nm laser line was used to excite SYTO® 9, while the fluorescent 
emission was detected from 500 to 540 nm. PI was sequentially excited with 561 nm laser line 
and its fluorescent emission was detected from 600 to 695 nm. Each experiment was performed 
at least three times.  
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2.4.7 Minimal bactericidal concentration (MBC)  
 MBCs were determined using LB-agarose plates at 37 °C in triplicate, from three 
independent innoculations. The MBC was determined by re-culturing broth dilutions (from 96-
wells plates assay) that inhibited growth of the bacteria (at and above the MIC). The broth 
dilutions were streaked onto LB-agar plates and incubated for 24 h. The MBC is the lowest broth 
dilution of antimicrobial that prevents growth of the organism on the agar plate. The sterility tests 
used in the MIC assay (LB only) were streaked onto LB-agar plates as an overall negative-control 
and the bacterial growth tests used in the MIC assay were streaked onto LB-agar plates as a 
positive-control.  
2.4.8 Hemolysis  
 Fresh human red blood cells (blood type O) purchased from Innovative Research in 
Alserver’s solution were centrifuged 10 min at 300g, washed 3 times with PBS buffer and resus- 
pended in PBS at 2% v/v. In a 96 wells plate were added 195 μL of red blood cells solution and 5 
μL of compound in DMSO, the plate was incubated with gentle agitation for 1 h at 37 °C. The plate 
was the centrifuged for 10 min at 300g and 50 μL of the supernatant solution of each well was 
transferred to another plate. The absorbance was measured at λ = 405 nm.  
2.5 Conclusions  
 We show here that the transformation of miconazole into a miconazoctylium cation 
resulted in a more potent compound for disrupting pre-formed biofilms and inhibiting the 
formation of new S. aureus biofilms. Miconazoctylium bromide (2.5c) was shown to be effective 
on MRSA, even at very low concentrations (6 μM). Work is underway in our group to further study 
the activity of this cationic version of miconazole against a broad spectrum of Gram-positive and 
Gram-negative bacteria. Although they belong to distinct phylogenetic kingdoms, S. aureus and 
fungus C. albicans usually co-exist as complex polymicrobial biofilms within the human host. As 
we showed here that 2.5c was also active on C. albicans, studies are underway to identify the 
capacity of miconazoctylium bromide 2.5c to inhibit and destroy polymicrobial biofilms.  
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Chapitre 3 : Propriétés antibactériennes de plusieurs sels de 
lutidine-bis-benzimidazolium et l’étude de leur effet sur les 
biofilms bactériens 
3.1 Préface  
 Nous avons conçu des sels de bis-benzimidazolium disubstitués par la lutidine (noyau 
lutidine-bis-benzimidazolium avec des chaînes latérales lipophiles octyl, adamantyl et 
cholestéryle). Par la suite, nous avons testé leur activité antimicrobienne ainsi que leur capacité 
à inhiber la croissance bactérienne et fongique planctonique. Une fois l’activité antibactérienne 
étudiée, nous avons regardé la capacité des analogues actifs contre les souches planctoniques à 
inhiber la formation ou perturber les biofilms de Staphylococcus aureus matures résistants à la 
méthicilline. 
 Ma contribution pour cet article a été d’aider à la rédaction de l’article ainsi que de 
réalisation les synthèses organiques et les expériences de biofilm. Nous tenons à remercier 
Margaux Lecluse qui nous a grandement aider au niveau des synthèses, des manipulations 
biologiques et de la rédaction du premier jet de l’article. Nous tenons également à remercier 
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3.2 Abstract  
 The increased prevalence of antibiotic-resistant bacteria is a critical issue for human 
health. Developing new antibiotic agents is vital for fighting persistent infections and lowering 
mortality rates. In this study, we designed lutidine-disubstituted bis-benzimidazolium salts 
(lutidine-bis-benzimidazolium core with octyl, adamantyl, and cholesteryl lipophilic side chains), 
and tested their antimicrobial activity, their capacity to inhibit planktonic bacterial and fungal 
growth, and their ability to inhibit the formation of or disrupt mature methicillin-resistant 
Staphylococcus aureus (MRSA) biofilms. The antibiofilm activity of these salts was analyzed in 
terms of their lipophilicity, capacity to induce transmembrane ion transport, perturbation of the 
cellular membrane, and mechanism of action in the phospholipid bilayer. The synthesized 
compounds were not active against MRSA biofilms, as the formation of transmembrane channels 
had no effect on the integrity of the extracellular polymeric substance matrix and only octyl and 
adamantyl derivatives possessed the capacity to inhibit biofilm formation. The synthesized 
derivatives could be used as lead candidates for the development of anti-MRSA agents. 
3.3 Introduction 
 The design and development of new antibacterial agents is an important challenge, due 
to the continuous development of antibiotic resistance by bacteria.1 The overconsumption of 
antibiotics in both humans and livestock often results in the development of resistance to these 
potent drugs.2 The resulting natural selection induces the appearance of new bacterial strains 
that are usually more harmful and increasingly difficult to kill.3 Many studies have shown that 
bacterial resistance can be achieved via several metabolic pathways, such as receptor 
modification, drug metabolism, or hyperactivation of several transmembrane efflux pumps.4,5 
The formation of biofilms—an organized group of microorganisms protected by an extracellular 
polymeric substance (EPS)—is also a common defense mechanism, often associated with chronic 
infections found in the human body, such as on teeth and ears as well as the lungs of cystic fibrosis 
patients.6 The EPS is mainly composed of carbohydrates, proteins, lipids, and extracellular DNA, 
making the biofilm a complex architectural network with low antibiotic penetration.  
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 The formation of a biofilm begins with the attachment of planktonic cells to a surface 
(either biotic or abiotic) via their fimbriae appendages or attachment pili, followed by the self-
induced production of EPS matrix that results in an irreversible attachment to the surface that 
leads to the formation of a stable and resistant biofilm.7 The EPS acts as a scaffold for the biofilm 
structure where the diffusion of nutrients, enzymes, and oxygen is limited, resulting in the 
formation of heterogeneous stratified zones with different bacterial compositions. The layering 
process and limited diffusion of drugs into the EPS account for the reduced susceptibility of 
microorganisms to common antibiotics inside the biofilm.8  
 Many biofilm-forming pathogens are associated with persistent infections; in particular, 
Staphylococcus aureus is responsible for the most common wound infections9 while methicillin-
resistant S. aureus (MRSA) infections are associated with high mortality levels.10 Because the 
outer surfaces of biofilms consist of an anionic matrix (almost 90 %), it is not surprising that 
cationic compounds act as inhibitors for the formation of MRSA biofilms. Quaternary ammonium 
compounds (QACs) are membrane-permeabilizing agents that are one of the most used 
antibacterial and antibiofilm agents.11 The energy cost for microorganisms to rebuild a damaged 
membrane is very high and membrane-permeabilizing agents usually act on the surface of the 
microorganism, instead of a localized target (e.g., protein or mitochondria); thus, damaged 
membranes usually lead to fast or immediate cellular death. The mechanism of action of 
membrane-disruptive agents involves interactions between the agent and the phospholipid 
bilayer and the formation of structured channels or micelles inside the phospholipid bilayer, 
leading to alterations in membrane integrity, leakage, and cell death.11, 12 
 Previous studies by our group have shown that the addition of two phenylethynylbenzyl 
(PEB) arms to a benzimidazolium cation (Figure 3.1) resulted in the formation of self-assembled 
channels in the phospholipid membranes.13 We previously showed that bis-benzimidazolium salts 
3.3 a–c have the ability of inducing electrolytic imbalance and disrupting the integrity and 
potential of planktonic bacterial membranes.14 Herein, we were interested to see how the 
replacement of the PEB arm with octyl, adamantyl and cholesteryl groups changes the mechanism 
of action on these salts in the phospholipid bilayer and if these compounds are MRSA biofilm-




Figure 3.1. Structure of benzimidazolium salts previously reported (3.1, 3.2 and 3.3) and 
newly studied (3.4–3.6a–c). 
3.4 Results and Discussion 
3.4.1 Design and synthesis of benzimidazolium salts 
 New cationic compounds were designed to contain the same lutidine-bis-
benzimidazolium core with octyl, adamantyl, and cholesteryl lipophilic side chains. The octyl and 
adamantyl groups were selected for their lipophilic properties that are similar to those of the PEB 
group, but without the possibility of self-assembling into channels in the phospholipid bilayer. 
The cholesteryl group was chosen for its natural presence in biological membranes and high 
hydrophobicity.15 We previously showed that the nature of counter-anions can strongly influence 
the capacity of salt to penetrate and alter the integrity of the phospholipid membrane; this is due 
to the force and degree of dissociation of the ion pair as well as their hydration, depending on 
the size and hydrophobicity of the anion. Three different counter-anions, Br (a), OTf (b), and NTf2 
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 We first investigated their capacity to inhibit planktonic bacterial and fungal growth and 
their ability to inhibit the formation or disrupt mature MRSA biofilms. Secondly, we analyzed the 
antibiofilm activity of these salts by studying their mechanism of action, capacity to induce 
transmembrane chloride efflux, and ability to alter the integrity of phospholipid membranes. 
3.4.2 Antibacterial and antifungal properties 
 The minimal inhibitory concentrations (MIC)16 of the cationic amphiphiles 3.3–3.6 
corresponding to the lowest concentration of antimicrobial resulting in a decrease in visible 
planktonic bacteria or fungi growth are reported in Table 1. Benzalkonium chloride (BAC), an 
amphiphilic compound known for its antimicrobial properties, was used for comparison, as it is 
widely used in hospitals to prevent bacterial infections.17 The mechanism of action of BAC relies 
on the disruption of membrane integrity, which leads to phospholipid bilayer perturbation. This 
perturbation results in membrane weakening that induces intracellular content leakage and 
ultimately cellular death.18 

















 As shown in Table 1, compounds 3.3–3.5a–c were active against both bacilli and cocci, 
ranging from excellent to moderate growth inhibition activity. The same 3.3–3.5a–c salts 
possessed excellent anti­staphylococcal activity, with inhibition concentrations ranging from 2.5 
to 5 μg mL−1 (compared with 1 μg mL−1 for vancomycin).19 The most active compounds, also 
showing a larger spectrum of activity, were 3.4a and 3.5a–c. Cholesteryl analogues 3.6a–c showed 
low to no growth inhibitory activity against all tested microorganisms; this lack of activity is 
possibly due to the high resemblance of these compounds to the hydrophobic part of the 
phospholipid bilayer where they/if they are able to penetrate/accumulate. 
3.4.3 Inhibition of biofilm formation 
 In view of their antimicrobial activity on planktonic MRSA and knowing the ability of this 
strain to form biofilms in the presence of antibiotics as a defense mechanism,20 we investigated 
the capacity of the active bis­benzimidazolium salts 3.3–3.5a–c to inhibit the formation of MRSA 
biofilms and/or disrupt mature biofilms. In general, a bacterial biofilm goes through a four­stage 
life cycle.21 As mentioned before, planktonic bacteria reversibly adhere to biotic or abiotic 
surfaces. Bacteria that have just adhered to a surface are as vulnerable as planktonic bacteria and 
it is only a few hours later when they irreversibly develop the EPS matrix.  
 
 
Figure 3.2. MRSA biofilms labeled with live (green)/dead (red) cell staining after incubation (24 h) 
in growth medium with different concentrations of (A) 3.4a and (B) 3.5a: (a) negative control (10 % 
DMSO), (b) positive control (70 % ethanol), (c) 50 μg mL−1, (d) 25 μg mL−1, (e) 12.5 μg mL−1, (f) 5 μg mL−1. 
 









 During this stage, bacteria in the biofilm display the highest resistance to antibiotics, due 
to the low diffusion of drugs into the matrix.8, 22 Therefore, we investigated the ability of our 
compounds to both inhibit biofilm formation and disrupt a mature pre­formed biofilm. For 
inhibition studies, planktonic bacteria were incubated with the salts and then their effect was 
analyzed in terms of formation and morphology of the resulting biofilm. First, we monitored the 
ability of compounds 3.3–3.5a–c to inhibit the formation of MRSA biofilms at their planktonic 
MIC; however, no inhibition was observed at this concentration (Figure 3.2f)  
 The minimal concentrations that inhibited the formation of MRSA biofilms (MBIC) were 
50 μg mL−1 for compounds 3.4a–c (Figure 3.2 Ac) and 25 μg mL−1 for 3.5a (Figure 3.2 Bd). 
Compounds 3.3a–c exhibited no inhibition of biofilm formation, even at 20­fold of their 
planktonic MIC, while compounds 3.5b,c showed poor activity even at 50 μg mL−1 (only 10 % 
mortality) possibly due to their high hydrophobicity and poor membrane penetration. 
3.4.4 Destruction of mature biofilms 
 As mentioned previously, mature biofilms are generally less susceptible to antibiotics due 
to their thick EPS layer. During the destruction studies, mature biofilms were kept in contact with 
the salts in a non­growth media (PBS buffer or NaCl solution). We then analyzed the ability of the 
salt to penetrate the EPS and cause cellular death within the biofilm, ultimately destroying the 
mature biofilm. Surprisingly, compound 3.4a showed complete biofilm disruption at planktonic 
MIC (5 μg mL−1), whereas 3.5a showed no capacity to disrupt the biofilm at the same 
concentration (Figure 3.3 and Figure 3.4). At its MIC, 3.4a completely disrupted the EPS, as no 
biofilm was observed on the abiotic surface. Even at 5 μg mL−1 (half of its MIC, compound 3.4a 
perturbed biofilm formation, as only 60 % of the surface was covered by biofilm, compared with 
that of the DMSO control. Biofilm disruption was also confirmed using a crystal violet assay 
(Figure 3.3B and Figure 3.4B) to detect any trace of residual biofilm.23 The minimal biofilm 
eradication concentration (MBEC) of compound 3.4a and 3.5a were 5 and 50 μg mL−1, 
respectively. Our results show that compound 3.4a achieved complete biofilm disruption even at 
planktonic sub­MIC concentrations, whereas compound 3.5a only exhibited an ability to 





Figure 3.3. Mature MRSA biofilms treated with different concentrations of 3.4a for 24 h in 
0.9 % NaCl solution labeled with (A) live/dead cell staining and (B) crystal violet. (A) Live/dead 
cell staining of (a) negative control (DMSO only), (b) positive control (70 % ethanol), (c) 50 μg mL−1, (d) 
20 μg mL−1, (e) 12.5 μg mL−1, (f) 5 μg mL−1 (MIC), (g) 2.5 μg mL−1, and (h) 1.25 μg mL−1 of 3.4a. (B) 
Larger pictures of crystal violet assay of (a) negative control (DMSO only), (b) positive control (70 % 





Figure 3.4. Mature MRSA biofilms treated with different concentrations of 3.5a for 24 h in 
0.9 % NaCl solution labeled with (A) live/dead cell staining and (B) crystal violet. (A) Live/Dead 
cell staining of (a) negative control (DMSO only), (b) positive control (70 % ethanol), (c) 50 μg mL−1, (d) 
20 μg mL−1, (e) 12.5 μg mL−1, and (f) 5 μg mL−1 (MIC) of 3.5a. (B) Crystal violet assay of (a) negative 
control (DMSO only), (b) positive control (70 % ethanol), (c) 50 μg mL−1, (d) 20 μg mL−1, (e) 12.5 
μg mL−1, and (f) 5 μg mL−1 (MIC) of 3.5a. 
 
3.4.5. Mechanism of action 
 To understand the origin of antimicrobial activity of these compounds and their ability to 
affect biofilm integrity, we studied their interaction with simple phospholipid bilayers. We 
previously demonstrated that the antibiotic activity of benzimidazolium salts can be correlated 
with their ion transmembrane activity, as these anionophores mainly transport chloride across 
phospholipid membranes, inducing membrane depolarization.14 Synthetic liposomes are good 
models of biological membranes as they are composed of a unique phospholipid bilayer and do 
not contain any membrane proteins or efflux pumps that microorganisms could use as defense 
mechanisms.24 First, we investigated the transmembrane chloride transport capacity of the 
compounds using egg yolk phosphatidylcholine (EYPC) liposomes.  
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 Chloride transmembrane transport was measured using the fluorescent probe lucigenin, 
which was incorporated in chloride­containing (NaCl solution) synthetic liposomes. Lucigenin 
fluorescence is quenched in the presence of chloride and when a compound that can perturb the 
phospholipid bilayer is added to the chloride­deprived external solution (NaNO3 buffer), chloride 
efflux occurs and the internal chloride concentration decreases. The increase in lucigenin 
fluorescence can be monitored and correlated with the capacity of the compounds to induce 
chloride transmembrane transport.25 The chloride efflux induced was monitored at 5 μg mL−1 of 
the salt (20 mol % relative to the EYPC) for 300 seconds at room temperature (Figure 3.5). 
 
Figure 3.5. Chloride transport induced by compounds 3.3–3.6 at 20 mol % in EYPC liposomes. 
 
 As previously reported, compounds 3.3a–c showed good chloride efflux at 5 μg mL−1 
(Figure 3.5). At the same concentration, 3.5c was the most active compound for chloride 
transport, where 95 % of chloride was effluxed in the experimental conditions. Compounds 3.4a–
c did not show any chloride transport activity, even compound 3.4a that showed good antibiotic 
activity against planktonic bacteria and MRSA biofilms. These results suggest that the 
antibacterial activity of 3.4a is not the result of electrolyte imbalance due to ion transport, but 








Figure 3.6. Energy­minimized conformations using the PM6 method (MOPAC2009TM; ©Stewart 
Computational Chemistry). 
 Molecular modeling performed on the bis­benzimidazolium salts showed that compounds 
3.3c and 3.5c possess a similar conformation of the benzimidazolium cations around the lutidine 
core, creating a positive binding pocket where chloride can be complexed (Figure 3.6). At the 
same time, the NTf2 anions were located outside this binding cavity, as opposed to the bromide 
and triflate anions that were positioned inside the cavity. The hydrophilic pockets of compounds 
3.4a–c were very different in size and conformation, possibly induced by the alignment of the 
octyl chains to form van der Waals interactions (Figure 3.6). 
 The inability of compounds 3.4a–c to transport chloride may be the result of weak binding 
or a different mechanism of action in the membrane. We previously demonstrated that 
compounds 3.3a–c form transmembrane channels in the phospholipid bilayer that ions can use 
to travel from one side of the membrane to the other.14 We also showed that compounds 3.5a–
c act as mobile carriers while transporting chloride through phospholipid membranes.26 
Compound 3.4a forms large spherical aggregates in water, which is not surprising as they possess 
an amphiphilic character and a similar structure to BAC.  
3.3a 3.4a 3.5a 
3.3c 3.4c 3.5c 
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 Possessing similar hydrophobicity, compounds 3.3–3.5a–c probably penetrate the 
phospholipid bilayer with the same efficiency, but their mode of action once in the bilayer is 
responsible for their antimicrobial and/or antibiofilm properties (Table 2). 
Table 3.2. Calculated logP and proposed mechanism of action (MoA) in the membrane. 
 
 By forming transmembrane channels in planktonic bacterial membranes, compounds 
3.3a–c possess the capacity to cause electrolyte imbalances due to the induced ion flow. 
However, once in the biofilm matrix, a channel opening cannot create an ion flow in the solid 
environment, which may explain the lack of antibiofilm activity of 3.3a–c, despite their 
antimicrobial activity in solution. Compounds 3.5a–c act as mobile carriers26 and may also have a 
limited diffusion rate in the biofilm matrix, especially in a mature biofilm. The formation of 
aggregates in the case of compound 3.4a may result in strong penetration of the EPS, extraction 




















3.4.6 Toxicity evaluation 
 When new compounds are identified as antibiofilm agents that will be in contact with the 
human body, it is important that these compounds are not toxic to human cells at concentrations 
that are relevant for their antibiofilm activity. The toxicity of compounds 3.3–3.5a–c was 
evaluated by monitoring the hemolysis of red blood cells (Annexe, Figures A2.8-A2.10). All tested 
compounds showed very low hemolytic activity around their MIC value and only compounds 
3.3a–c showed increased hemolytic activity at higher concentrations. Compounds 3.4a–c showed 
low to no hemolytic activity even at 10­fold their MIC, while 3.5a–c showed less than 30 % 
hemolytic activity at 5­fold their MIC. 
3.5 Conclusions 
 We synthesized and studied different bis­benzimidazolium salts that exhibited different 
membrane properties. Depending on their mode of action in phospholipid bilayers, these salts 
can act as antimicrobials and antibiofilm agents. The only compounds that possessed the capacity 
to inhibit biofilm formation were the octyl and adamantyl derivatives, while only the octyl 
analogue was able to disrupt mature biofilms. The mechanism of action of the octyl analogue, 
which acted as a surfactant, was the most active on the biofilm matrix. Our study provides new 
insight for developing novel strategies of combating bacterial resistance and mature biofilms. 
3.6 Experimental Section 
See annexe 2 
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Chapitre 4 : Propriétés antibactériennes de deux nouvelles 
générations de sel de benzimidazolium et l’étude de leur effet 
sur les biofilms bactériens 
4.1 Préface  
 Ici, nous montrons que les sels de benzimidazolium avec diverses chaînes latérales 
flexibles ou rigides agissent comme des agents antibiotiques et antibiofilm puissants. Nous 
montrons que leur activité antibiofilm est due à leur capacité à détruire la matrice du biofilm et 
les membranes cellulaires bactériennes. Ces composés sont capables d'éviter la formation de 
biofilms et de disperser des biofilms matures montrant une utilisation universelle dans le 
traitement des infections associées aux biofilms. 
 Ma contribution pour cet article a été de développer le projet, d’aider à la rédaction de 
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4.2 Abstract  
 Emergence of resistant bacteria encourages us to develop new antibiotics and strategies 
to compensate the different mechanisms of resistance they acquire. One of the defense 
mechanisms of resistant bacteria is the formation of biofilms. Herein we show that 
benzimidazolium salts with various flexible or rigid side chains act as strong antibiotic and 
antibiofilm agents. We show that their antibiofilm activity is due to their capacity to destroy the 
biofilm matrix and the bacterial cellular membranes. These compounds are able to avoid the 
formation of biofilms and disperse mature biofilms showing an universal use in the treatment of 
biofilm-associated infections. 
4.3 Introduction 
 For several years now, researchers have been studying the increase of bacterial 
resistance,1, 2 which plays an increasingly important role in chronic diseases, namely in lung 
infection and inflammation.3 Death related infections caused by Gram-positive resistant bacteria 
such as methicillin-resistant Staphylococcus aureus (MRSA) are now a major concern in hospital 
environments.4, 5 In addition to developing resistance in their planktonic form, this specific strain 
of bacteria is known to form biofilms.6  
 These biofilms are microbial communities attached to a surface and protected from the 
external environment by a matrix named extracellular polymeric substance (EPS).7 This matrix is 
composed of polysaccharides, DNA and proteins, surrounded by channels responsible for air, 
water and nutrients transport into the entire biofilm. This mixture of biopolymers and nutriments 
provides a viable environment for any microorganism to survive and proliferate. While in the 
biofilms, bacteria are less sensitive to antibiotics and antimicrobials due to the limited permeation 
of these compounds into the biofilm and impossibility to reach their site of action. Development 
of compounds able to destroy the biofilm matrix and possessing bacterial membrane permeation 
properties and antibacterial properties at the same time seems a good strategy to eradicate these 
MRSA biofilms.  
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The formation of a biofilm is a multistep process which involves four different stages.8 First, the 
planktonic bacteria attach to an abiotic or biotic surface. In a second stage, the attachment of the 
planktonic bacteria to a surface becomes irreversible because of the synthesis of surface proteins, 
and then bacterial proliferation can occur.9 Subsequent steps involve biofilm maturation and 
growth, which results in the formation of a bacterial community embedded in the EPS. The 
detachment of the microorganisms from the biofilm occurs in the last step where planktonic 
bacteria are released from the biofilm matrix in order to colonize new sites and enlarge the overall 
structure of the biofilm. Once a biofilm has reach maturity, the bacteria trapped inside the 
protective layer are less accessible for antibiotics.  
 
As the negatively charged extracellular DNA is a major component of these biofilms’ matrix,10, 11 
many new cationic amphiphile agents have been designed to interact with the DNA and achieve 
a biofilm penetration/destruction. Recent synthesis of cationic polymers,12-14 cationic peptides,15 
cationic pillararenes,16 cationic porphyrins,17 cationic dendrimers,18 biomimetic biguanidinylated 
polyamines,19 and amphiphilic small molecules20 showed interesting results toward the inhibition 
of biofilm formation and its destruction.  
 
 
Figure 4.1. Structure of different generation benzimidazolium salts 
 Commercially available quaternary ammonium salts and benzalkonium chlorides (BAC) in 
particular, disrupt the interactions of the extracellular DNA and other components of the bacterial 
EPS, induce bacterial death, while showing very low toxicity on eukaryotic cells.21 We previously 
showed that BAC has no activity on MRSA biofilms, even at concentrations higher than its 
















PEB: phenylethynylbenzyl, R: alkyl or benzyl
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 We previously designed and studied amphiphilic benzimidazolium salts with various 
flexible or rigid side chains that showed better antibiofilm activities than BAC.21,22  Herein, we 
modified the previously reported bis-phenylethynylbenzyl (bis-PEB) benzimidazolium motif (I) 
that showed very good planktonic antimicrobial activity, but modest antibiofilm activity,21, 22 due 
to their property to self-assemble in channel-like aggregates. The p-stackable bis-PEB moiety 
allows the formation of empty channels inside the bacterial membranes which leads to 
electrolytic imbalance and causes bacterial death.21, 22 Once formed inside the biofilm, these 
channels have low probability to affect the overall electrolytic potential of the isolated biofilm 
system, which leads to a low or no antibiofilm activity. Benzimidazolium-based mobile synthetic 
transporters which have very low mobility inside the well packed and organized biofilm matrix 
also showed only modest antibiofilm activity.23   
4.4 Results and discussion 
 We designed and synthesized new amphiphilic analogues in order to decrease their self-
assembling properties and increase their biofilm penetration (Figure 4.1) while keeping an overall 
molecular rigidity. The general synthetic routes for these compounds are summarized in figure 
4.2. With this synthetic method, we were able to synthesize a library of compounds bearing 
different aromatic and aliphatic groups side chains.  We substituted one of the highly p-stackable 
PEB side chain with various benzyl derivative (II) in order to maintain their global hydrophobicity 
while reducing their channel formation potential.  
 We first investigated the ability of the rigid benzimidazolium salts (II) to kill planktonic 
bacteria (Table 1).  Most of the newly synthesized compounds showed good antimicrobial activity 
compared to the previously reported generation (I) or commercially available BAC on all the 
studied bacterial stains. Compounds 4.11 and 4.14 possess not only activity on planktonic Gram-
positive bacteria (MRSA and VRE) similar to compound 4.6, but also a 4-fold increased activity on 
Gram-negative bacteria. Gram-negative bacteria possess an outer membrane acting as an extra 
protective layer that usually reduces the antibacterial power of synthetic compounds.25  
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Figure 4.2. Synthesis of second and third generation analogues 
 Our new analogues may act on the outer cellular membrane inducing its permeabilization. 
In addition to their interesting antibacterial activity, these new analogues show low toxicity on 
red blood cells (Table 4.1, HC50 values). Indeed, we observed different specificities of these 
compounds on MRSA, versus red blood cells. We recently showed that the addition of an octyl 
chain to the benzimidazole fragment of miconazole increased the capacity of these drugs to 
penetrate phospholipid membranes and increased their antimicrobial activities.24 In this regard 






N 1. NaH2. Alkyl or Benzyl Bromide
THF
(4.4)
4.33 (R = CH3), 4.34 (R = C8H17), 4.35 (R = benzyl), 4.36 (R = 4-methylbenzyl), 4.37 (R = 4-fluorobenzyl), 
4.38 (R = 4-chlorobenzyl), 4.39 (R = 4-bromobenzyl), 4.40 (R = 4-iodobenzyl), 






























4.6 (R = phenylethynylbenzyl), 4.7 (R = benzyl), 4.8 (R = 4-methylbenzyl), 4.9 (R = 4-fluorobenzyl), 4.10 (R = 4-chlorobenzyl), 11 (R = 
4-bromobenzyl), 4.12 (R = 4-iodobenzyl), 4.13 (R = 4-(trifluoromethyl)benzyl, 4.14 (4-tert-butylbenzyl), 4.15 (R = 4-phenylbenzyl), 
4.16 (R = 3,5-(trifluoromethyl)benzyl), 4.17 (R = 4-piperonylbenzyl), 4.18 (R = 3,5-methoxybenzyl), 






















 This new compound also showed general antibacterial activity, and low toxicity similar to 
4.6, but also a lower selectivity compared to 4.11. With these results in hand, we studied the 
ability of the most active compounds 4.11, 4.14, and 4.21 to prevent the formation of MRSA 














 Simultaneously, we studied the effect of these analogues on the morphology of the 
biofilms using scanning electron microscopy (SEM). Using these two techniques, we were able 
not only to measure the bacterial Live/Dead ratio in the biofilm, but we were also able to observe 
the effect of those compounds on the spatial organization of the bacterial communities inside the 
biofilm (Figure 4.3).27 
 
Figure 4.3. (top) MRSA biofilms labeled with Live/Dead stains after a 12 h incubation at the 
MIC concentration of the generation II antimicrobials. 1a) Negative control (DMSO); 1b) 
Compound 4.6 (PEB); 1c) Compound 4.11 (4-Bromo); 1d) Compound 4.14 (4-tert-butyl); 1e) 
Compound 4.21 (octyl); (bottom) SEM images of MRSA biofilms after a 12h incubation with 
MIC concentration of the antimicrobials. 2a) Negative control (DMSO); 2b) Compound 4.6; 2c) 
Compound 4.11; 2d) Compound 4.14; 2e) Compound 4.21. 
 Confocal and SEM images of an untreated bacterial biofilms showed the formation of well-
defined and homogenous biofilms (Figure 4.3, 1a, 2a). Once treated with compound 4.6 at its 
MIC, a stripe organization is observed (Figure 4.3, 1b and 2b). This change of morphology is the 
consequence of the bacterial stress response inside the biofilm. This change of morphology is the 
consequence of the bacterial stress response inside the biofilm. When treated with 6, the bacteria 
regroup to form a tighter and stronger biofilm, decreasing the ability of the antibiotic to 
penetrate. As we previously showed, a 20-fold MIC concentration is needed for this type of 
synthetic  transporter to completely inhibit the formation of the biofilm.23  
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 However, once treated with compounds 4.11 and 4.14 at their MIC, we observed the 
formation of overall thinner biofilms (Figure 4.3, 1c-d,2c-d). These fast-acting anti-biofilm agents 
may have an increased capacity to penetrate, weaken and disrupt bacterial biofilms and prevent 
bacterial stress response. Bacterial biofilm disruption was even more pronounced when the 
biofilm was treated with the semi-rigid compound 4.21. As shown by both confocal and SEM 
images (Figure 4.3, 1e, 2e), this antibiofilm agent can disrupt and weaken the bacterial biofilm at 
its MIC concentration. Not only does this compound have an effect on the thickness and the 
density of the biofilm, but complete death of the bacterial community can be observed inside the 
biofilm.  
 These results suggest that the octyl chain can strongly increase the antibiofilm activity and 
the overall efficiency of those antibacterial agents, acting both on the biofilm matrix and the 
bacterial membranes. As compound 4.21 showed the most promising activity on MRSA biofilms, 
we designed a new series of analogues bearing octyl chains (Figure 4.2, generation III). The 
decrease of the lipophilic character of an antibiotic often comes with a decrease of its toxicity on 
red blood cells,28 but these new compounds showed lower specificity for MRSA bacteria versus 
















Figure 4.4. (top) MRSA biofilms labeled with Live/Dead stains after a 12 h incubation with MIC 
concentration of the antimicrobials. 1a) Negative control (DMSO); 1b) Compound 4.34; 1c) 
Compound 4.39; 1d) Compound 4.42; (bottom) SEM images of MRSA biofilms after a 12h 
incubation with MIC concentration of the antimicrobials. 2a) Negative control (DMSO); 2b) 














 We selected the most actives compounds 4.34, 4.39, and 4.42 and studied their ability to 
prevent the formation of MRSA biofilms. Once treated with these compounds at their planktonic 
MICs, we observed a fast and strong inhibition of MRSA biofilm compared to the negative control 
(Figure 4.4). Those amphiphilic salts have the capacity not only to kill bacteria, but also to 
penetrate and disrupt the biofilm and kill the present bacteria. These compounds are also able to 
interfere with the biofilm formation and disperse mature biofilms having the potential for 
universal use in the treatment of biofilm-associated infections. 
 
Figure 4.5. Antibiofilm activity of studied compounds. Compared to commercially available 
BAC, all the benzimidazolium salts possess the ability to prevent the formation and disrupt 
mature biofilms. The dotted line represents the 25-fold selectivity towards MRSA bacteria 
compared to HC50.  
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4.5 Conclusions  
 In regard to the rising MRSA related infections around the world and knowing that the 
primary defence mechanism of these bacteria is the formation of biofilms, we believe that the 
inhibition and destruction of those biofilms at low antibiotic concentrations is the key to 
overcome the challenges brought by the appearance of resistant bacteria. For example, 
compound 4.11 showed a 100-fold selectivity to MRSA compared to RBC and a great ability to 
disrupt mature biofilms. Herein we show that benzimidazolium salts have antibiotic, antibiofilm 
activities and good selectivity. Our readily available intermediates and relatively simple synthesis 
of new analogues make them good candidates for diversification and screening for stronger new 
activities on bacterial resistant strains.  
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4.7 Experimental 
4.7.1 Synthesis and material 
 1H- and 13C-NMR spectra were recorded on 400 and 75 MHz spectrometers, respectively, 
in the indicated solvent. Chemical shifts are reported in ppm with internal reference to TMS, and 
J values are given in Hertz. The purity of final compounds used in biological assays was determined 
by ESI/LC-MS on Quantum TSQ Ultra instruments (C18 (2.1 x 100 mm) column, water +0.1% 
formic acid). Benzimidazole (4.4) and 1-methylbenzimidazole (4.22) were purchase from Sigma-
Aldrich and use without further purification.  
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4.7.2 Bacterial strains, culture conditions, and viability assays.  
 MICs were determined in 96-well microtiter plates. Assays were conducted in Luria-
Bertani Broth (LB) medium at 37 °C in triplicate. Bacterial cell density (OD at 600 nm) was 
measured using a Fischer Scientific cell density meter model 40. UV-vis and fluorescence 
spectroscopy experiments were performed on a Tecan Infinite M200 microplate reader.  
4.7.3 Hemolytic assay.  
 Red blood cells in Alserver’s solution were centrifuged 10 min. at 300 x g, washed 3 times 
with PBS buffer and resuspended in PBS at 2% v/v. In a 96 wells plate was added 195 µL of red 
blood cells solution and 5 µL of compound in DMSO, and the plate was incubated with light 
agitation for 1 h at 37 °C. The plate was then centrifuged for 10 min. at 300 x g and 50 µL of the 
supernatant of each well was transferred to another plate. Absorbance was measured at λ = 405 
nm. 
4.7.4 Biofilm inhibition assay.  
 S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium 
to the desired final concentration (OD600nm= 0.1-0.15). S. aureus biofilms were labeled with 
Live/Dead stain after 12 h incubation with antibiotics in growth medium (LB broth). Negative 
Control: DMSO (final concentration not exceeding 10 % volume). Positive Control: 70 % ethanol. 
4.7.5 Biofilm staining and confocal laser scanning microscopy (LSM).  
 Biofilms stained with FilmTracer™ Live/Dead® Biofilm viability kit (Molecular Probes, Life 
Technologies Ltd.). Briefly, a working solution of fluorescent stains was prepared by adding 1 µL 
of SYTO® 9 stain and 1 µL of PI stain to 1 mL of filter-sterilized water. Two hundred µL of staining 
solution were deposited on each well of a chambered coverglass (8-well), after 15 min at room 
temperature in the dark, samples were washed with sterile saline (0.9% NaCl) from base of the 
support material. Then, biofilms were examined with a confocal laser microscope (Leica model 
TCS SP5; Leica Microsystems CMS GmbH, Mannheim, Germany) using a 20x dry objective (HC PL 
FLUOTAR 20.0 x 0.50 DRY). A 488 nm laser line was used to excite SYTO® 9, while the fluorescent 
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emission was detected from 500 to 540 nm. PI was sequentially excited with 561 nm laser line 
and its fluorescent emission was detected from 600 to 695 nm.  
4.7.6 Scanning electron microscopy.  
 Bacterial samples were applied to titanium surfaces for 12 hours in order to form biofilms, 
following by a fixation for 1h at 4 °C in 4% Paraformaldehyde and 0,1% glutaraldehyde in 0.1M 
phosphate buffer (PB), pH 7.3, and subsequently rinsed three times with PB. Following fixation, 
samples were incubated for 1 hour in 1% osmium tetroxide at RT and then dehydrated through 
an ethanol series (30%, 50%, 70%, 90%, 95% and two times 100%) followed by drying using a 
Critical Point Drier CPD300 (Leica Biosystems, Concord, ON, Canada). A JEOL JSM-7400F (JEOL Ltd, 
Tokyo, Japan) field-emission scanning electron microscope (FE-SEM) operated at 1.5 kV was used 
to image the samples. 
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Chapitre 5 : Produits phytochimiques et cyclodextrines - 
Émulsions de Pickering: potentialisateurs naturels de l'activité 
antibactérienne, antifongique et antibiofilm. 
5.1 Préface  
 Nous présentons dans cet article des émulsions de Pickering auto-assemblées contenant 
des huiles phytochimiques biocides (carvacrol et terpinène-4-ol) et de la β-cyclodextrine, 
capables d’augmenter l'activité antimicrobienne et antibiofilm de plusieurs antimicrobiens. 
L'émulsion contenant du carvacrol est deux fois plus sensible contre C. albicans et S. aureus et 
très active contre E. coli, par rapport à la crème commerciale contenant des antibiotiques 
commerciaux. De plus, cette émulsion présente un effet synergique contre les champignons, 
contre les bactéries et une induit une éradication remarquable du biofilm staphylococcique.  
 Ma contribution pour cet article a été la réalisation des synthèses organiques, l’ensemble 
des expériences de biofilms et leur interprétation et rédaction de ces parties de l’article. 
5.1.1 Introduction sur les émulsions de Pickering 
 Les émulsions sont grandement utilisées dans le domaine pharmaceutique, des 
cosmétiques et de l’alimentation.[1] Dans le domaine pharmaceutique, les émulsions servent de 
moyen d’administration contrôlé des médicaments. Une émulsion est un mélange hétérogène de 
deux liquides non miscibles où l’un d’entre eux, grâce à une opération mécanique, est dispersé 
sous forme de gouttelettes dans l’autre. Ce mélange peut être obtenu avec une agitation et des 
principes actifs y peuvent être incorporés lors de l’obtention de l’émulsion.  
 Les composés de type ammonium quaternaire tel que le tétra-n-butylammonium (TBA, 
schéma 5.1) ont la capacité de se partager dans les deux phases. On appelle ce genre de composés 
des agents de transfert de phase.[2] Ceux-ci sont notamment utilisés dans la synthèse organique 
qui implique un mélange de solvants non miscibles (eau/toluène par exemple), afin de permettre 
la diffusion ou le transfert des réactifs ou des produits entre les deux phases. [3] 
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Schéma 5.1. Structure du cation TBA utilisé comme agent de transfert de phase 
 Lorsque l’on parle d’émulsion obtenue par agitation ou par mélange, l’exemple le plus 
commun est celui de la vinaigrette. En effet, l’agitation des deux phases permet le mélange de 
l’huile (phase apolaire) au vinaigre (phase aqueuse) pour obtenir la vinaigrette.  
 Les émulsions de Pickering[4] se différencient des autres émulsions puisqu’elles utilisent 
des particules solides comme stabilisants à l’interface des deux liquides non-miscibles (eau/huile). 
Cette interaction empêche les gouttelettes de fusionner, ce qui procure une stabilisation de 
l’émulsion. Cette stabilisation résulte de la barrière stérique créée par les particules solides 
adsorbées à l’interface eau/huile.[5]  
 Les émulsions de Pickering sont couramment obtenues en utilisant des particules solides 
telles que les gels de silice[6], les argiles[7] ou le chitosan[8]. Les travaux présentés dans cet article 
se penchent sur la possibilité d’utiliser la béta-cyclodextrine (bCD), à la fois comme solide à 
l’interface des phases non miscibles, mais également comme pro-drogue (Schéma 5.2).[9] La bCD 
possède une forme de cône, avec des anneaux hydrophiles formés par les groupes hydroxyle 
primaires et secondaires des unités glucoses qui se retrouvent aux extrémités de la molécule. 
Celle-ci possède également une cavité hydrophobe qui lui permet de former des complexes 
d’inclusion en milieu aqueux avec des molécules organiques hydrophobe, complexes qui une fois 





Schéma 5.2. Structure de la béta-cyclodextrine et l’image d’une émulsion de Pickering à 
base d’eau, d’huile de parafilm et de cyclodextrine. 
 Le mécanisme de formation de l’émulsion de Pickering à base de bCD différent légèrement 
des modèles pour d’autre particule solide (Schéma 5.3). Lorsque la bCD est mise en contact avec 
de l’huile et de l’eau, des complexes d’inclusion entre l’huile et la bCD sont formés qui se placent 
à l’interface eau/huile.[11] Toutefois, si la concentration de bCD augmente, on observe la 
formation de nanoparticules de complexe huile/bCD, qui eux vont s’adsorber sur les gouttelettes 




































Schéma 5.3. Illustration de la formation du complexe huile/bCD dans un mélange eau/huile. 
Reproduite avec la permission (Leclercq and Nardello-Rataj, 2016[11]). Copyright 2016, 
Elsevier. 
 Des études précédentes ont également montré que l’ajout d’antibiotiques en solution 
avec la bCD permet d’obtenir des complexes d’inclusion entre ces deux molécules, ce qui 
augmente grandement la solubilité aqueuse et l’efficacité de l’antibiotiques.[11] En plus d’avoir 
des propriétés d’encapsulation, la bCD est non-toxique et cause très peu d’irritation cutanée, 
raison pour laquelle la bCD  est très utilisée dans la formulation des crèmes topiques. Ci-dessous 
nous présentons l’utilisation des émulsions de Pickering pour d’augmenter la capacité 
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5.2 Abstract 
 We present self-assembled Pickering emulsions containing biocidal phytochemical oils 
(carvacrol and terpinen-4-ol) and b-cyclodextrin able to potentiate the antimicrobial and 
antibiofilm activity of miconazoctylium bromide. Carvacrol-containing emulsion is two-fold more 
sensitive against C. albicans and S. aureus and highly active against E. coli, compared to the 
commercial cream containing miconazole nitrate. Moreover, this emulsion shows a synergistic 
effect against fungi, additive responses against bacteria and remarkable staphylococcal biofilm 
eradication. These results are associated to membrane permeabilization, enzymes inhibition and 
accumulation of reactive oxygen species in the microorganisms.  
5.3 Introduction 
 Invasion of an organism by pathogens (bacteria, fungi, etc.) can cause health problems 
and even lead to death. Although hosts can react using their immune system, medications are 
widely prescribed to fight infectious diseases.1 However, as the drug/target interaction is very 
selective and specific, antibiotics are generally active on bacteria but not on fungi and vice versa.2 
Therefore, antifungals and antibiotics are used to fight fungi and bacteria, respectively. 
Unfortunately, as fungal infections can be superinfected with bacteria, antifungal therapy can 
lead to bacterial overgrowth.3 Conversely, increased fungal microbiota growth is a common side 
effect of antibiotic therapy.4 This is particularly vivid in immune-compromised patients for whom 
superficial infections, frequently caused by Candida albicans, can lead to esophagus candidiasis 
or candidemia (the fourth cause of blood infections in the United States).5 Moreover, debilitated 
patients are more at risk to contract hospital-acquired infections: Gram-negative bacteria (e.g. 
Escherichia coli) are estimated to account for two-thirds of the 25,000 hospital deaths per year in 
Europe.6 The repeated exposure to antimicrobials may be an aggravating factor, as increasing 
selective pressure results in the emergence of resistant microorganisms, e.g. methicillin-resistant 
Staphylococcus aureus, MRSA (Gram-positive).7 Furthermore, the formation of biofilms (accretion 
of microorganisms) results in more resistant infections to antimicrobials leading to chronic 
diseases.8 For example, S. aureus form biofilms responsible for over 50,000 deaths annually in the 
United States.9-10  
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 In this context, antimicrobials able to eradicate biofilms with large antibacterial and 
antifungal spectrum are necessary.11-15 Among the numerous commercially employed 
antimicrobials, miconazole nitrate, [HMC][NO3], responds partially to this request.16 Indeed, it is 
active against a wide range of fungi and Gram-positive bacteria. Its antifungal activity is due to 
the inhibition of lanosterol 14-a-demethylase, involved in the ergosterol synthesis.17 Since 
ergosterol is a major constituent of the fungal membrane, its depletion and the accumulation of 
toxic precursors result in growth inhibition. Additionally, [HMC][NO3] induce generation and 
accumulation of reactive oxygen species (ROS).18 These ROS act as nitric oxide dioxygenase 
inhibitors leading to significant cellular structural damage with lethal effects.19 Although 
[HMC][NO3] was inefficacious against Gram-negative bacteria and biofilms, its N-alkylation with 
n-octyl bromide was found to boost its antimicrobial activity.20 Herein, we decided to both 
formulate and potentiate the activity of miconazoctylium bromide, [C8MC][Br] using carvacrol21-
24 and terpinen-4-ol, two phytochemicals known to permeabilize microbial membranes (Figure 
5.1).25-27  
 
Figure 5.1. Structure and abbreviation of compounds used in this work. 
 These two liquid compounds, largely insoluble in water and toxic to microbial cells, can be 
used to obtain aqueous biphasic systems in which the phytochemical oils are used as organic 
solvents for [C8MC][Br].21-27 These water/oil systems in the presence of b-cyclodextrin (b-CD) can 
be used to build up drug delivery platforms based on Pickering emulsions using the colloidal 
tectonics concept.28-31 In these media, host-guest interactions between polar and phytochemical 
tectons, small building block forming the supramolecular assembly (CD and oil), lead to 
“amphiphilic” structured particles which adsorb at the water/oil interface leading to Pickering 
emulsions.28 These drug delivery systems can be charged with azole-based drugs by direct 
solubilization in the phytochemical oil phase. They are inexpensive and their use presents the 
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great advantage of avoiding the use of petro-sourced molecular surfactants or modified silica 
nanoparticles.28 When the phytochemical oils are used in combination with [C8MC][Br], it is 
expected to obtain a synergy in terms of antimicrobial and antibiofilm activities, due to 
cumulative membrane damages. These formulations could then be highly helpful for clinical 
applications, since a boosted antimicrobial allows: (i) a faster eradication of pathogens, (ii) a 
shorter treatment time, and (iii) a weaker spread of resistant pathogens via a complete and 
broad-spectrum eradication.32-33 
5.4 Experimental section 
5.4.1 General Information 
 
 All chemicals were purchased from Sigma-Aldrich. NMR spectra were recorded in 
deuterated solvents at 400 MHz on Bruker spectrometers. The purity of the final compounds used 
in the biological assays was determined by ESI/LC-MS analysis (≥ 95%). The microbial strains used 
were methicillin-resistant S. aureus ATCC 43300, E. coli ATCC 25922 and C. albicans SC5314. 
Sterile water was used in all experiments, all performed in triplicate. 
5.4.2 Synthesis of miconazoctylium bromide  
 Miconazole (100 mg, 0.24 mmol) and n-octylbromide (125 μL, 0.72 mmol) was dissolved in 
MeCN (1 mL) and heated at reflux for 2 h. The volatiles were evaporated and the residue was 
triturated into EtOAc to remove any trace of octylbromide. Evaporation of the residual solvent 
afforded the salt as a white powder (135 mg, 0.22 mmol, 93%). 1H NMR (400 MHz, CDCl3) d 10.51 (s, 
1H), 7.49 (d, J = 8.3 Hz, 1H), 7.46-7.43 (m, 2H), 7.34-7.26 (m, 3H), 7.23-7.19 (m, 2H), 5.21 (dd, J = 7.5, 
4.3 Hz, 1H), 4.74-4.60 (m, 2H), 4.51 (d, J = 11.9 Hz, 1H), 4.42 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.29 (dh, J = 20.9, 6.9 
Hz, 2H), 1.91-1.80 (m, 2H), 1.26 (d, J = 20.4 Hz, 10H), 0.87 (t, J = 6.7 Hz, 3H). ; 13C NMR (101 MHz, CDCl3) 
d 138.64, 135.93, 135.02, 134.28, 133.77, 132.86, 132.22, 131.49, 130.14, 129.39, 129.30, 128.37, 
127.71, 122.57, 121.27, 76.18, 68.46, 53.25, 50.44, 31.80, 30.38, 29.14, 29.05, 26.36, 22.71, 14.19; 
HRMS : (ESI) calcd. for [M+] C26H31Cl4N2O: 527.1185, found 527.1194; IR (neat, cm-1) 3007.9, 2927.5, 
2926.5, 2854.5, 1646.7, 1587.7, 1561.3, 1467.4, 1379.8, 1338.7, 1298.0, 1222.8, 1191.2, 1145.5, 
1095.9; M.P.: 131-134 °C. 
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5.4.3 Emulsion preparation and phase diagram  
 Oil and water were weighed before adding the b-CD. Note that, if appropriated, drugs 
were diluted in oil. The emulsification was performed using Vortex-Genie 2 (3200 rpm, 90 s, 25 
°C, Scientific Industries Inc., USA). The type of emulsion was determined by conductivity 
measurement. The phase diagrams were obtained by visual and microscopic observations.  
5.4.4 Microscopy  
 Optical microphotographs of the samples were obtained using a light microscope 
(Standard 25 ICS, Zeiss GmbH, Germany) coupled with a CCD camera. The microphotographs were 
analysed with ImageJ (NIH, USA) and the distribution function was obtained by treatment of at 
least 250 individual measurements with log-normal function using OriginPro 8® software 
(OriginLab Corp., USA). The morphology of the complexes was investigated by SEM (JSM-7800F 
LV, JEOL Ltd., Japan) operating at 2 KV for carvacrol and terpinen-4-ol complexes, and 5 KV for 
the complex formed with paraffin oil. The observations were performed by depositing the 
samples onto a carbon conductive adhesive tape stuck on a stub after air-drying and chromium 
coating. WETSEM observations of the emulsion were carried out with QX-102 capsules 
(Quantomix Ltd., Israel). The sample preparation proceeded as follow: 15 µL of sample were 
deposited in the liquid dish of the capsule and sealed with the stub. The beam was focused on 
the metal support grid with the SE detector before changing to the BSE detector to observe the 
sample. WETSEM photographs were analyzed with ImageJ to obtain 3D views.  
5.4.5 X-ray powder diffraction  
The data were collected on a Bruker D8 Advance, Bragg-Brentano diffractometer (Cu Ka radiation 
l = 1.54056 Å) equipped with a LynxEye detector. Experiments were conducted at room 
temperature, over the 3-40° 2q range with a 0.02° step size and counting time of 5 s. Sample 





5.4.6 Differential scanning calorimetry  
The measurements were performed on a DSC-Q1000 (TA Instruments, USA). About 10 mg of 
product were sealed in a Tzero Pan with a hermetic lid with pin hole and heated from 25 to 550 
°C at a heating rate of 5 °C/min.  
5.4.7 Multiple light scattering  
The stability of emulsions was evaluated at 25 °C by multiple light scattering using Turbiscan Lab 
Expert (Formulaction, USA). The samples were placed in cylindrical glass tubes and the analysis 
was carried out as a variation of backscattering (ΔBS) profiles. Measurements were carried out 
using a pulsed near-IR light-emitting diode (LED) at 880 nm. Two different synchronous optical 
sensors received the light transmitted through and backscattered by samples at 180° and 45° with 
respect to the incident radiation, respectively. The two sensors scanned the entire sample height. 
Experimental data were correlated in percentage to the light flux of two standards: polystyrene 
latex suspension (absence of transmission and maximum backscattering) and silicon oil 
(maximum transmission and absence of backscattering). 
5.4.8 Rheological study 
 Rheological properties of emulsions were evaluated using a Malvern Kinexus (Malvern 
Instruments, UK) equipped with parallel plate geometry under controlled temperature. The 
diameter of the plates was 20 mm and the gap was 1 mm. The temperature was controlled using 
a Peltier temperature control device located below the lower plate with an accuracy of 0.01 °C. 
Stress-controlled measurements were performed imposing a logarithmic stress ramp increase 
followed by a reverse stress decrease from 0 to 500 Pa.s. 
5.4.9 Antimicrobial activity  
 Activity was determined using inhibition area on LB-agarose plates at 37 °C. The bacteria 
or yeast solution (OD = 0.1-0.15 at 600 nm) weas spread onto LB-agar plates and incubated for 15 
minutes at 37 °C for maximal absorption. One µL of each emulsion was then plated on the infected 
agar plate and incubated for 12h at 37 °C for bacteria and 30 °C for yeast. The area of inhibition 
for each formulation was then measured. The sterility tests used (LB only) were streaked onto LB-
 113 
agar plates as an overall negative-control and infected plates without emulsion were streaked 
onto LB-agar plates as an overall positive-control. 
5.4.10 Biofilm disruption  
Bacteria were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and diluted in LB medium to the desired 
final concentration (OD = 0.1-0.15 at 600 nm). After an incubation of 12 h in 8-well chambers, the 
growth media was removed via pipetting and the resulting biofilms were washed 2 times with a 
0.9% NaCl solution to remove the remaining planktonic cells. Biofilms were labelled with 
Live/Dead after 1 h exposition with different emulsions. Negative Control: DMSO (final 
concentration not exceeding 10% volume). Positive Control: 70% ethanol (20 min exposure). 
Biofilms stained with FilmTracer™ LIVE/DEAD® Biofilm viability kit (Molecular Probes, Life 
Technologies Ltd.). Briefly, a working solution of fluorescent stains was prepared by adding 1 µL 
of SYTO9® stain and 1 µL of propidium iodide (PI) stain to 1 mL of filter-sterilized water. Two 
hundred µL of staining solution were deposited on each well of an 8-well chambered cover-glass, 
after 15 min at room temperature in the dark, samples were washed with sterile saline (0.9% 
NaCl) from the base of the support material. The biofilms were examined with a confocal laser 
microscope (Leica model TCS SP5; Leica Microsystems CMS GmbH, Germany) using a 20x dry 
objective (HC PL FLUOTAR 20.0 × 0.50 DRY). A 488 nm laser line was used to excite SYTO® 9, while 
the fluorescent emission was detected from 500 to 540 nm. PI was sequentially excited with 561 
nm laser line and its fluorescent emission was detected from 600 to 695 nm. The images acquired 










 It is noteworthy that, in the following discussion, liquid paraffin served as reference 
because it is a widely used solvent in many commercial medicated creams and it is known to easily 
produce Pickering emulsions in the presence of b-CD.28,34 As expected, all the water/oil/b-CD 
(45/45/10 wt.%) systems provided whitish emulsions (Figure 5.2A). 
 
Figure 5.2. Observations of b-CD/water/oil emulsions (10/45/45 wt.%, 3,200 rpm, 90s, 25 °C) 
using optical microscope (A) and WETSEM (B) and of b-CD/oil complexes using dry SEM (C). 
The inset shows the X-ray powder diffraction patterns of dry powders (D). 
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 The average droplet size is 35, 39, 36 µm (with a standard deviation, SD = 5%) for paraffin, 
carvacrol and terpinen-4-ol, respectively (Figure A4.1). The electrical conductivity of the 
emulsions indicates an aqueous external phase. The morphology of the emulsions, in their native 
environment, was studied using a wet scanning electron microscopy (WETSEM, Figure 5.2B). The 
photographs show the presence of particles around the droplets in the continuous aqueous phase 
forming a 3D compact network (Figure A4.2). However, their centrifugation (4,000 rpm, 20 min) 
allows a separation of water, oil, and a white powder. The dry powders were studied by SEM 
(Figure 5.2C). We observed a granular solid with paraffin oil and lamella with carvacrol and 
terpinen-4-ol. Their sizes follow the order paraffin (≪ 1 µm) < terpinen-4-ol (≈ 1 µm) < carvacrol 
(≈ 4 µm). The 1H NMR analysis in DMSO-d6 of these powders suggests the formation of b-CD/oil 
complexes in equimolar ratios. The complexation is also supported by X-ray powder diffraction 
(XRD) as the diffraction patterns of precipitates are entirely different from that of the free b-CD 
(Figure 5.2D).20 The XRD profiles suggest a well-ordered crystalline structure for all precipitates 
due to the presence of sharp peaks. Moreover, the differential scanning calorimetry thermogram 
of free b-CD shows two endothermic peaks around 141 and 303 °C, corresponding to the water 
release and the melting of the b-CD, respectively, whereas for the precipitates, both peaks are 
shifted to lower temperatures due to the presence of the oil in the CD cavity instead of water 
molecules (Figure. A4.3).35 All these results support the idea that b-CD and oil molecules, in the 
presence of water, allow the stabilization of Pickering emulsions via the formation of well-ordered 
crystalline b-CD/oil complexes.  
 The ternary phase diagrams of the b-CD/water/oil systems are shown in Figure 5.3. We 
always observed the formation of stable O/W emulsions (green and orange area), belted between 
O/W emulsions with excess oil phase (for high oil/water ratios) and O/W emulsions settled in the 
aqueous phase (for low oil/water ratios).28,36 The other compositions provide water and oil phases 
with a large precipitated fraction.  
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Figure 5.3. Ternary phase diagrams of the oil/water emulsion stabilized by b-CD at 25 °C. The 
composition is represented in weight fractions (3,200 rpm, 90s, 25 °C). 
 The location, range and stability of the self-assembled emulsions are clearly influenced by 
the oil polarity, the oil/water ratio and the b-CD concentration. Depending on the oil polarity, the 
stable O/W emulsion region moves towards the water corner and the two partial emulsion zones 
are reduced. These observations can be directly related to the modification of the oil polarity, 
which leads to the modification of the stabilizing particles since they are obtained from host-guest 
interactions between the oil and the b-CD. The temperature effect on the stable emulsion area 
has been evaluated after a thermoregulation up to 60 °C. At 37 °C (normal body temperature), 
the stable emulsion area is unaffected after two weeks for the three investigated oils. In contrast, 
at 60 °C, a reduction of the stable emulsion area is observed after 6h (orange area, Figure 5.2). 
This reduction is more significant for paraffin oil than for carvacrol or terpinen-4-ol due to the 
formation of a potential O-H•••O bond between the carvacrol or terpinen-4-ol and the b-CD 
leading to a better stabilization of the inclusion complexes and of the resulting crystalline particles 
as already reported with isopropyl myristate.28 In addition, it is noteworthy that for a given 
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oil/water ratio the viscosity of the emulsions increases with the amount of b-CD. Moreover, for a 
given b-CD amount, the viscosity of the emulsions increases when the proportion of oil increases 
and the water decreases. Therefore, the best compromise between stability and viscosity of the 
emulsions is obtained for 10 wt.% of CD supplemented with 45% of water and 45% of oil (white 
circles in Figure 5.3). For these particular compositions, the destabilization of the emulsions can 
be identified at an early stage by multiple light scattering (MLS) since the backscattered light (DBS) 
is related to droplet migration, droplet size, and phases thickness (Figure 5.4A).22 
 
Figure 5.4. Backscattering (DBS) versus sample height and time at 25 °C (A) and shear 
viscosity as a function of shear rate (B) for b-CD/water/oil emulsions (10/45/45 wt.%, 3,200 
rpm, 90s). 
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 For paraffin, a creaming process was detected as the DBS over time decreases at the 
sample’s bottom and increases at the top. An increase of DBS at midheight also indicates a 
coalescence phenomenon (droplet size variation).36 For terpinen-4-ol and carvacrol, only 
coalescence was observed. However, as all these destabilization mechanisms have an impact on 
DBS over time, the sample with the highest variation is the least stable: the qualitative stability 
follows the order paraffin ≪ terpinen-4-ol < carvacrol. This phenomenon is dependent on the 
particle sizes since the larger ones offer a better stabilization, probably due to the 3D compact 
network of particles observed around the droplets in the continuous aqueous phase, leading to 
more or less frozen media and forming an excellent protection against coalescence. No 
macroscopic phase separation was noticeable after 4 months for the three emulsions. This is 
characteristic of Pickering emulsions as the coalescence frequency depends on time, particle 
concentration, and mixing intensity. Indeed, if the particle amount is initially insufficient to fully 
cover the interfaces, then the droplets coalesce. Fortunately, as the total interfacial area between 
oil and water is progressively reduced during this process and the particles are irreversibly 
adsorbed, the degree of surface coverage increases until coalescence is stopped.29-31 Unlike 
surfactant-stabilized emulsions, this process is limited and cannot be considered to be a true 
instability.29-31 However, for paraffin, the creaming is undesirable because it causes difficulties in 
storage and handling. We performed a rheological study (Figure 5.4B). The prepared formulations 
are highly viscous under storage conditions, but exhibit low viscosity under the shear rate and are 
suitable for topical applications, since their viscosity is inferior to 2 Pa.s at 100 s-1.28 Also, the rub 
resistance of the creams follows the order: terpinen-4-ol ≪ carvacrol < paraffin. 
 The emulsion oil phase was charged with liposoluble [HMC][NO3] or [C8MC][Br] (final 
composition: 45% in weight of water, 44% of oil, 10% of b-CD and 1% of drug). All of the emulsions 
behave similarly, giving monomodal but slightly polydisperse emulsions. However, some 
discrepancies between the emulsions can be observed: the emulsions loaded with [C8MC][Br] 
provide the smallest droplets (17 to 26 µm; SD = 5%), whereas the droplet sizes when charged 
with [HMC][NO3] remain the same as those without drug (35 to 39 µm; SD = 5%).  
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 These results indicate that the amphiphilic [C8MC][Br] may interact with the O/W interface 
stabilized by the b-CD/oil particles. Indeed, [C8MC][Br] alone provides unstable emulsions which 
coalesce in a few minutes, leading to phase separation. However, the shear viscosity as a function 
of the shear rate remains identical with or without drugs.  
 As all emulsions are suitable for topical applications, diffusion tests were performed to 
evaluate their efficiency against MRSA, E. coli and C. albicans (Figure 5.5). Uncharged paraffin and 
commercial emulsion (Monistat DermTM) were used for comparison. 
 
Figure 5.5. Zone of inhibition obtained by the diffusion method against MRSA, E. coli and C. 
albicans of the b-CD/water/oil emulsions compared to the commercial cream (Monistat 
DermTM; see the experimental section for more information). 
 As expected, the commercial cream is active against MRSA and C. albicans, but inactive 
against E. coli. The uncharged b-CD/water/paraffin oil (negative control, P1) is totally inactive 
against the three strains. In contrast, the two emulsions based on biocidal phytochemical oils 
(carvacrol, C1, and terpinen-4-ol, T1) are active against all the pathogens. It is noteworthy that C1 
is the most active oil.  
 120 
 Based on these observations, the emulsions formulated with paraffin were used to 
evaluate the antimicrobial action of [HMC][NO3] or [C8MC][Br] alone (P2 and P3, respectively). 
Indeed, the pathogen susceptibility to [HMC][NO3] and [C8MC][Br] (P2 and P3) was in order: E. 
coli < C. albicans < MRSA.  As the addition of [HMC][NO3] or [C8MC][Br] to carvacrol or terpinen-
4-ol oil can provides a route to potentiate the effect of the drug. The normalized biocidal factor 
(BF), expressed in %, was calculated as the ratio between the activity of drug/oil combination to 
the additive activities of each compound alone. Due to the standard deviations, a value of BF > 
10% indicates a synergistic effect while a value BF < -10% means an antagonist effect. Finally, 
when -10% < BF < 10%, simple additivity is observed between the two components (Figure 5.6). 
According to these data, only the combination of [HMC][NO3] to terpinen-4-ol (T2) and [C8MC][Br] 
to carvacrol (C3) are synergetic against C. albicans. The other combinations result in antagonistic 
or additive effects against the three strains. Despite the fact that the normalized BF is quite 
superior for T2 than C3, T2 is not suitable to obtain broad-spectrum antimicrobial formulation 
due to the antagonistic effects observed against MRSA and E. coli. In contrast, the 
[C8MC][Br]/carvacrol-based emulsion (C3) provides synergistic effect against C. albicans and 
additive responses against Gram-positive and Gram-negative bacteria. Moreover, this emulsion 
is two-fold more active against C. albicans and S. aureus than the commercial cream, with a high 
activity against E. coli compared to the completely inefficient commercial one. These antibacterial 
and antifungal activities may be the result of membrane permeabilization, enzymes inhibition and 
accumulation of ROS in the microorganisms (see above). 
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Figure 5.6. Normalized biocidal factor (BF) against MRSA, E. coli and C. albicans for b-
CD/water/oil emulsions (oil = carvacrol, C, or terpinen-4-ol, T) combined with [HMC][NO3] 
(2) or [C8MC][Br] (3). 
 With these results in hand, we investigated the ability of the formulations to disrupt the 
MRSA biofilms. For this purpose, the pre-formed MRSA biofilms were treated with each 
formulation (1 µL) after one hour of incubation. The bacterial viability tests were performed using 
the commercially available fluorescence assay (BacLight Live/Dead), composed of two 
fluorophores SYTO9® and propidium iodide, leading to the detection of alive intact cells (green) 
and permeabilized dead cells (red) (Figure 7).37 [C8MC][Br] aqueous solution (1 wt.%) shows a 
strong capacity to disrupt pre-formed MRSA biofilms, being able to kill bacteria more rapidly than 
ethanol (70%), probably due to its lipophilic character and ability to permeate cellular 
membranes.20  As the viability of the biofilm can be perturbed by the viscosity of the Pickering 
emulsions, the paraffin-based formulations were used as control experiments. b-
CD/water/paraffin emulsions uncharged or charged with [HMC][NO3] (P1 and P2, respectively) 
only show a local inhibition/destruction of the biofilm, but the majority of the bacteria are still 
alive in the biofilm.  
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 For paraffin-based formulations loaded with [C8MC][Br] (P3), the formation of thicker 
stripes of colonies indicates an increased stress on bacteria and increased ROS production.38 As 
indicated by the orange/yellow colour, about 75% of the bacteria in the biofilm were dead after 
1h exposure with P3. Similar behaviours were observed with terpinen-4-ol-based formulations 
charged or not (T1, T2 and T3). Moreover, bacterial mortality close to 100% was observed for all 
carvacrol-based emulsions. Therefore, the carvacrol emulsions act as very efficient biofilm-
eradicating agents regardless of the drug used. However, more complete biofilm disruption was 
observed for the carvacrol-based emulsion charged with [C8MC][Br] (C3).   
 
Figure 5.7. Pre-formed MRSA biofilms (Live/Dead stains) treated with 1 µL of b-CD/water/oil 
emulsions (oil = paraffin, P, carvacrol, C, or terpinen-4-ol, T) without (1) or with [HMC][NO3] 
(2) or with [C8MC][Br] (3) after incubation. Negative control (DMSO only). Positive controls 




 Self-assembled Pickering emulsion, obtained according to the so-called colloidal tectonics 
concept from commercially available and non-toxic raw materials (carvacrol and b-CD both 
approved by the Food and Drug Administration), can be used to improve the biocidal activity of 
miconazoctylium bromide. This very stable emulsion, in line with the current trend of simplifying 
formulas (without petro-sourced surfactants or modified silica nanoparticles), was shown to be 
two-fold more effective on C. albicans and MRSA than the commercial cream containing 
miconazole nitrate and showed high activity against E. coli, where the commercial one is 
completely inactive.39-41 In addition, this emulsion was found to provide synergistic effect against 
C. albicans (30% more efficient than the additive effect). Finally, this system disrupted preformed 
MRSA biofilms. Work is underway in our group to further develop these Pickering emulsions for 
clinical applications due to their broad-spectrum and fast action against bacteria and fungi, 
resistant strains and biofilms.  
5.7 Associated content  
5.7.1 Supporting Information. 
 Microphotographs of oil/water emulsion (weight ratio: 1/1) stabilized with b-CD (10 wt. 
%). Microphotographs of terpinen-4-ol/water emulsion (weight ratio: 1/1) stabilized with b-CD 
(10 wt. %). DSC of the dry powders compared to the free b -CD. This material is available free of 
charge via the Internet at http://pubs.acs.org.   
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Chapitre 6 : Conclusion et perspectives 
6.1 Vers la modification ciblée des antibiotiques commerciaux 
 En premier lieu, les travaux présentés dans l’article 1 de cette thèse avaient pour buts de 
modifier le mécanisme d’action d’un antifongique commercial, en lui rajoutant des capacités de 
perméabilisation membranaire.1 Avec une série d’analogues du miconazole (Figure 6.1) nous 
avons démontré que les chaines alkyle très courte (C1) ou très longues (C12 à C16) conduisent à 
l’obtention de composés peu amphiphiles, avec une faible activité antibactérienne.  
 
Figure 6.1 Structure des différents bromures de miconazolium.  
 La balance hydrophile/hydrophobe des agents anticatériens est très importante afin qu’ils 
puissent pénétrer les membranes phospholipidiques des bactéries. Nous avons démontré que les 
sels d’imidazolium portants des chaines alkyles de tailles moyennes (C6 à C10) étaient les 
composés les plus actifs contre les bactéries Gram positives et Gram négatives, ainsi que sur 
certaines souches de champignons. De cette série, le composé possédant la chaine octyle (Figure 
6.1, 6.1c) a démontré une habilité remarquable pour inhiber la formation de biofilms bactériens 
ainsi que celle de détruire les biofilms matures. De plus, ce sel antibactérien est spécifique aux 
membranes bactériennes, possédant une toxicité relativement basse pour les cellules eucaryotes.  
 En utilisant cette stratégie, nous proposons de modifier plusieurs antifongiques de la 
famille des imidazoles en leur procurant un caractère ionique amphiphile additionnel. Des 
composés tels que le clotrimazole, couramment utilisé dans des crèmes contre le pied d’athlète, 
ainsi que le kétoconazole, un antifongique qui inhibe la synthèse de l’ergostrérol de la membrane, 
seraient de très bons candidats (Figure 6.2).2, 3  
        


















 D’un point de vue synthétique, cette stratégie est très simple puisqu’elle implique une 
seule réaction d’alkylation sur des antibiotiques commercialement disponibles.  
 
Figure 6.2. Structure des antibiotiques commerciaux le clotrimazole et le kétoconazole 
 D’une autre part, d’un point de vue de diversité chimique, cette stratégie nous donne 
accès à une grande librairie de perméabilisateurs membranaires. Avec l’émergence de bactéries 
multi-résistantes, nous croyons qu’une perturbation membranaire est nécessaire afin de ralentir 
le développement celles-ci. En effet, cette stratégie a démontré une efficacité importante afin de 
contrer l’apparition de nouvelles résistances dans une grande variété de souches bactériennes.4,5 
6.2 Vers la synthèse de nouveaux analogues antibactériens à base de 
sels de benzimidazolium 
 Deuxièmement, les travaux présentés dans l’article 2 de cette thèse avaient pour but de 
concevoir des sels organique contenant un noyau de lutidine-bis-benzimidazolium et des chaînes 
latérales octyle, adamantyle et cholestéryle lipophiles (Figure 6.3).6 Ces sels ont été testés pour 
leur activité antimicrobienne, leur capacité à inhiber la croissance bactérienne et fongique 
planctoniques, ainsi que pour leur capacité à inhiber la formation/perturbation des biofilms de S. 
















Figure 6.3 Structure des différents analogues de sel de lutidine-bis-benzimidazolium 
 Des études actuellement en cours dans notre groupe portent sur l’étude de la relation 
structure-activité (SAR) en variant la nature de l’espaceur utilisé afin de relier les deux unités 
benzimidazolium. Dans cette thèse, nous avons rapporté l’efficacité des composés contenant le 
motif lutidine (Figure 6.3) contre différentes souches de bactéries. Toutefois, ces composés 
contiennent également un noyau pyridine qui selon nous, joue un rôle négatif au niveau de la 
toxicité du composé.7 Afin de palier à ce problème et dans un effort d’augmenter la taille de notre 
librairie de composés antibactériens, nous avons synthétisé plusieurs séries d’analogues avec 
différent espaceurs entre les cations benzimidazolium (Figure 6.4).  
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n = 1 à 6, R = alkyle ou phénylethynylbenzyl
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 Ces nouveaux composés nous permettront de mieux comprendre la relation structure-
activité sur la capacité de ces composés à inhiber ou à détruire des biofilms, puisque chacune 
d’entre-elles aura un caractère amphiphile différent. Par exemple, la série 6.3 contient un 
espaceur flexible et apolaire entre les cations benzimidazolium ce qui nous permettra d’évaluer, 
en comparaison avec la série 6.4, l’importance de la rigidité de l’espaceur. Les séries 6.5 et 6.6 
tant qu’à elles nous apporteront des connaissances sur l’importance de la solubilité aqueuse des 
composés. En effet, l’ajout de groupement polyéthylèneglycol (PEG) ou du groupement amide 
polaire apportera une meilleure solubilité aqueuse, tout en gardant leur caractère amphiphile. 
D’un point de vue synthétique, la plupart de ces composés sont obtenus en trois étapes ou moins, 
nous donnant accès facilement à une librairie de composés. La synthèse de ces différents 
composés sont en cours dans le groupe, mais nous avons bon espoir que plusieurs possèderont 
une activité sur les biofilms de MRSA.    
6.3 Vers une administration contrôlée des composés antibactériens 
 Lorsque l’on parle d’agents antibactériens, il est crucial de parler du développement et de 
l’optimisation du mode d’administration de ces médicaments. La formulation des antibiotiques a 
un impact direct sur l’absorption, ainsi que sur la biodisponibilité de ceux-ci. Tel que vu dans 
l’article 4 de cette thèse, nous avons récemment démontré l’utilité et l’efficacité des émulsions 
de Pickering à base de cyclodextrines.8,9   
  Dans cet article, nous avons également démontré que nous pouvons introduire 
différents antibiotiques dans la composition de la formulation. Cette stratégie apporte des 
propriétés de synergie très intéressantes à la formulation pour l’éradication des bactéries multi-
résistantes.10 Les émulsions de Pickering se sont montrées efficaces dans la formulation des 
crèmes topiques à faible cout. Des travaux sont en cours dans notre groupe pour développer 
davantage ces émulsions de Pickering pour des applications cliniques en raison de leur large 
spectre et de leur action rapide contre les bactéries et les biofilms.  
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 Finalement, les travaux présentés dans cette thèse ne représentent qu’une infime partie 
du travail accompli par notre groupe sur la conception, la synthèse et les applications biologiques 
de différents perturbateurs membranaires. Nous sommes très optimistes que les différents 
projets entamés durant mon doctorat permettront d’enrichir notre compréhension sur 
l’efficacité antibactérienne et sur la toxicité des agents perturbateurs de membranes. 
Ultimement, nous espérons que ces travaux apporteront un impact direct dans le domaine de la 
recherche sur la résistance bactérienne.  
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A1.1 Synthesis and characterization. 
 
1-(2,4-dichlorophenyl)-2-(1H-imidazol-1-yl)ethan-1-one (2.2). 2-Chloro-1-(2,4-
dichlorophenyl)ethan-1-one (1) (1 g, 4.48 mmol) was added portion wise to a suspension of 1H-
imidazole (1 g, 13.45 mmol) in CH2Cl2 (2 mL) at 0 °C. This mixture was allowed to warm to room 
temperature and stirred for 12 h before water was added. The aqueous layer was extracted three 
times with CH2Cl2, the combined organic phases were dried over Na2SO4 and purified using silica 
gel chromatography (5/95 MeOH/CH2Cl2) to afford the title compound (2.2) as a slightly brown 
solid (0.8 g, 3.22 mmol, 72%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ 7.57 (d, J = 8.3 Hz, 2H), 7.51 (s, 1H), 
7.38 (dd, J = 8.4, 1.9 Hz, 1H), 7.13 (s, 1H), 6.95 (s, 1H), 5.34 (s, 2H); 13C NMR (DMSO-d6, 100 MHz) 
δ 58.31, 122.62, 125.97, 126.96, 129.22, 130.06, 131.48, 135.32, 139.64, 139.83, 194.77; (ESI) 
calcd. for [M+] C11H8Cl2N2O: 254.0014, found 254.0028; IR (neat, cm-1) 2929, 1715, 1584; Melting 
point: 169-171 °C. All data match the previous reported literature.1,2 
 
1-(2,4-dichlorophenyl)-2-(1H-imidazol-1-yl)ethan-1-ol (2.3). To a solution of (2.2) (200 mg, 0.79 
mmol) in CH2Cl2 (1 mL) was slowly added a suspension of NaBH4 (45 mg, 1.19 mmol) in MeOH (1 
mL). The mixture was stirred 2 h at room temperature before water (1 mL) was added. The 
aqueous layer was extracted three times with CH2Cl2, the combined organic phases were dried 
over Na2SO4 and purified using silica gel chromatography (5/95 MeOH/CH2Cl2) to afford compound 
(2.3) as a slightly yellow solid (155 mg, 0.6 mmol, 77%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz) δ 7.56 (d, J = 
8.2 Hz, 1H), 7.36 (d, J = 15.8 Hz, 2H), 7.28 (s, 1H), 6.89 (s, 1H), 6.78 (s, 1H), 6.54 (bs, 1H), 5.22 (d, J 












57.62, 67.63, 120.35, 127.87, 128.84, 130.01, 130.12, 131.64, 133.56, 138.74, 139.87; (ESI) calcd. 
for [M+] C11H10Cl2N2O: 556.0170, found 556.0184; IR (neat, cm-1) 3318, 2927, 1588; Melting point: 
131-134 °C. All data match the previous reported literature. 1,2 
 
Miconazole, 1-(2-((2,4-dichlorobenzyl)oxy)-2-(2,4-dichlorophenyl)ethyl)-1H-imidazole (2.4). 
Commercialy available 2,4-dichlorophenylmethanol (1 g, 5.65 mmol) was dissolved in CH2Cl2 (30 
mL) and cooled to 0 °C. Et3N (0.78 mL, 5.65 mmol) was added to this solution, followed by a 
dropwise addition of methanesulfonyl chloride (MsCl) (0.44 mL, 5.65 mmol). After the addition 
was complete, stirring was continued at 0 °C for 2 h and the solvent was removed in vacuo to 
afford crude 2,4-dichlorobenzyl methanesulfonate. A suspension of sodium hydride (15 mg, 0.36 
mmol) in DMF (0.5 mL) was treated with a solution of alcohol 2.3 (100 g, 0.33 mmol) in DMF (0.5 
mL) at 0 °C and the resulting mixture was stirred at 0 °C for 2 h before a solution of the crude 2,4-
dichlorobenzyl methanesulfonate (125 mg, 0.36 mmol) in DMF (0.5 mL) was added dropwise. 
The resulting mixture was stirred for 12 hours at room temperature before water (1 mL) was 
added. The aqueous layer was extracted three times with CH2Cl2, dried over Na2SO4 and purified 
using silica gel chromatography (6/4 EtOAc/hexanes) to afford miconazole (2.4) as a white solid 
(118 mg, 0.29 mmol, 87%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz) δ 7.48 (s, 2H), 7.40–7.28 (m, 4H), 7.23 (s, 
1H), 7.06 (s, 1H), 6.93 (s, 1H), 5.05 (d, J = 3.2 Hz, 1H), 4.52 (d, J = 12.5 Hz, 1H), 4.38 (d, J = 12.5 Hz, 
1H), 4.27 (d, J = 14.3 Hz, 1H), 4.20–4.04 (m, 1H); 13C NMR (CDCl3, 50 MHz) δ 57.6, 62.1, 67.6, 120.3, 
127.2, 127.8, 128.8, 129.1, 129.3, 130.0, 130.1, 131.6, 133.1, 133.5, 133.6, 136.6, 138.7, 139.8; 
(ESI) calcd. for [M+] C18H14Cl4N2O: 413.9860, found 413.9849; IR (neat, cm-1) 2968, 1590; Melting 












ium iodide (2.5a). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and methyliodide (45 μL, 0.72 mmol) 
was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 h. The volatiles were evaporated and the residue 
was suspended into EtOAc to remove any trace of methyliodide. Evaporation of the residual 
solvent afforded the salt (2.5a) as a white powder (95 mg, 0.17 mmol, 71%). 1H NMR (CDCl3, 400 
MHz) δ 8.96 (s, 1H), 7.49 (s, 1H), 7.36 (d, J = 7.3 Hz, 3H), 7.28–7.15 (m, 3H), 7.05 (s, 1H), 5.15–5.03 
(m, 1H), 4.59–4.31 (m, 4H), 3.64 (s, 3H). 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ 138.64, 135.94, 135.02, 
134.29, 133.77, 132.85, 132.22, 131.50, 130.15, 129.39, 129.30, 128.37, 127.72, 122.57, 121.28, 
75.91, 68.45, 53.07, 50.47; HRMS: (ESI) calcd for [M+] C19H17Cl4N2O: 429.0081, found 429.0095; IR 
(neat, cm−1) 3170.6, 3105.7, 1585.9, 1474.3; Melting point: 165–168 °C.  
 
 1-(2-((2,4-Dichlorobenzyl)oxy)-2-(2,4-dichlorophenyl)ethyl)-3- hexyl-1H-imidazol-3-ium 
bromide (2.5b). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and hexylbromide (101 μL, 0.72 mmol) 
was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 h. The volatiles were evaporated and the residue 
was triturated with EtOAc to remove any trace of hexyliodide. Evaporation of the residual solvent 
afforded the salt (2.5b) as a white powder (124 mg, 0.216 mmol, 90%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz) 
δ 10.53 (s, 1H), 7.63–7.39 (m, 3H), 7.39–7.27 (m, 3H), 7.24 (d, J = 6.9 Hz, 2H), 5.24 (dd, J = 6.9, 4.3 
Hz, 1H), 4.80–4.61 (m, 2H), 4.54 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.45 (d, J = 11.9 Hz, 1H), 4.33 (dh, J = 20.9, 




















138.64, 135.94, 135.02, 134.29, 133.77, 132.85, 132.22, 131.50, 130.15, 129.39, 129.30, 128.37, 
127.72, 122.57, 121.28, 76.18, 68.46, 53.24, 50.43, 31.18, 30.33, 26.00, 22.50, 14.06; HRMS: (ESI) 
calcd for [M+] C24H27Cl4N2O: 499.0876, found 499.0877; IR (neat, cm−1) 3146.9, 3051.6, 2943.9, 
2864.9, 1650.4, 1587.3, 1468.8, 1379.4; melting point: 106–109 °C.  
 
 Miconazoctylium bromide, 1-(2-((2,4-dichlorobenzyl)oxy)-2- (2,4-dichlorophenyl)ethyl)-
3-octyl-1H-imidazol-3-ium bromide (2.5c). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and 
octylbromide (125 μL, 0.72 mmol) was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 hours. The 
volatiles were evaporated and the residue was triturated with EtOAc to remove any trace of 
octylbromide. Evaporation of the residual solvent afforded the salt (2.5c) as a white powder (135 
mg, 0.22 mmol, 93%). 1H NMR (CDCl3, 400 MHz) δ 10.51 (s, 1H), 7.49 (d, J = 8.3 Hz, 1H), 7.46–7.43 
(m, 2H), 7.34–7.26 (m, 3H), 7.23–7.19 (m, 2H), 5.21 (dd, J = 7.5, 4.3 Hz, 1H), 4.74–4.60 (m, 2H), 
4.51 (d, J = 11.9 Hz, 1H), 4.42 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.29 (dh, J = 20.9, 6.9 Hz, 2H), 1.91–1.80 (m, 2H), 
1.26 (d, J = 20.4 Hz, 10H), 0.87 (t, J = 6.7 Hz, 3H); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) d 138.64, 135.93, 
135.02, 134.28, 133.77, 132.86, 132.22, 131.49, 130.14, 129.39, 129.30, 128.37, 127.71, 122.57, 
121.27, 76.18, 68.46, 53.25, 50.44, 31.80, 30.38, 29.14, 29.05, 26.36, 22.71, 14.19; HRMS: (ESI) 
calcd for [M+] C26H31Cl4N2O: 527.1185, found 527.1194; IR (neat, cm−1) 3007.9, 2927.5, 2926.5, 














 3-Decyl-1-(2-((2,4-dichlorobenzyl)oxy)-2-(2,4-dichlorophenyl) ethyl)-1H-imidazol-3-ium 
bromide (2.5d). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and decylbromide (150 μL, 0.72 mmol) 
was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 hours. The volatiles were evaporated and the 
residue was triturated with EtOAc to remove any trace of decylbromide. Evaporation of the 
residual solvent afforded the salt (2.5d) as a white powder (130 mg, 0.2 mmol, 85%). 1H NMR 
(CDCl3, 400 MHz) δ 10.59 (s, 1H), 7.53–7.41 (m, 3H), 7.36–7.27 (m, 3H), 7.18–7.09 (m, 2H), 5.21 
(dd, J = 7.3, 4.2 Hz, 1H), 4.77–4.58 (m, 2H), 4.52 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.43 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.31 
(dh, J = 20.9, 7.4 Hz, 2H), 1.87 (t, 2H), 1.28 (d, J = 21.3 Hz, 14H), 0.88 (t, J = 6.9 Hz, 3H); 13C NMR 
(100 MHz, CDCl3) δ 138.76, 135.96, 135.05, 134.30, 133.77, 132.85, 132.20, 131.52, 130.17, 
129.41, 129.32, 128.39, 127.73, 122.52, 121.16, 76.19, 68.47, 53.26, 50.46, 31.98, 30.39, 29.59, 
29.50, 29.38, 29.11, 26.38, 22.80, 14.25; HRMS: (ESI) calcd for [M+] C28H35Cl4N2O: 555.1498, found 
555.1503; IR (neat, cm−1) 3055.12, 3009.9, 2926.8, 2854.1, 1640.9, 1589.3, 1466.5, 1379.8, 1338.8; 
Melting point: 81–84 °C.  
 
 1-(2-((2,4-Dichlorobenzyl)oxy)-2-(2,4-dichlorophenyl)ethyl)-3-dodecyl-1H-imidazol-3-
ium bromide (2.5e). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and dodecylbromide (173 μL, 0.72 
mmol) was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 h. The volatiles were evaporated and the 
residue was triturated with EtOAc to remove any trace of dodecylbromide. Evaporation of the 




















(CDCl3, 400 MHz) δ 10.45 (s, 1H), 7.51–7.41 (m, 3H), 7.34–7.28 (m, 3H), 7.25–7.20 (m, 2H), 5.42–
5.10 (m, 1H), 4.70–4.62 (m, 2H), 4.50 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.41 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.30 (dh, J = 
16.8, 6.4 Hz, 2H), 2.03–1.73 (m, 2H), 1.25 (d, J = 17.6 Hz, 18H), 0.86 (t, J = 6.7 Hz, 3H); 13C NMR 
(100 MHz, CDCl3) δ 138.52, 135.90, 134.98, 134.23, 133.77, 132.85, 132.22, 131.44, 130.12, 
129.37, 129.28, 128.35, 127.70, 122.61, 121.35, 77.16, 68.43, 53.21, 50.42, 32.02, 30.39, 29.71, 
29.63, 29.49, 29.45, 29.10, 26.36, 22.80, 14.24. HRMS: (ESI) calcd for [M+] C30H39Cl4N2O: 583.1823, 
found 583.1816; IR (neat, cm−1) 3148.6, 3106.1, 3052.7, 2920.4, 2852.1, 1649.8, 1589.0, 1468.5, 
1380.9, 1342.6; Melting point: 71–74 °C.  
 
 1-(2-((2,4-Dichlorobenzyl)oxy)-2-(2,4-dichlorophenyl)ethyl)-3-tetradecyl-1H-imidazol-3-
ium bromide (2.5f). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and tetradecylbromide (214 μL, 0.72 
mmol) was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 hours. The volatiles were evaporated and 
the residue was triturated with EtOAc to remove any trace of tetradecylbromide. Evaporation of 
the residual solvent afforded the salt (2.5f) as a white powder (140 mg, 0.20 mmol, 85%). 1H NMR 
(CDCl3,400 MHz) δ 10.63 (s, 1H), 7.57–7.47 (m, 3H), 7.39–7.30 (m, 3H), 7.20–7.08 (m, 2H), 5.24 
(dd, J = 7.3, 4.3 Hz, 1H), 4.75–4.64 (m, 2H), 4.55 (d, J = 12.0 Hz, 1H), 4.46 (d, J = 11.9 Hz, 1H), 4.34 
(ddt, J = 26.9, 13.9, 7.5 Hz, 2H), 1.90 (s, 2H), 1.31 (d, J = 20.1 Hz, 22H), 0.91 (t, J = 6.7 Hz, 3H); 13C 
NMR (100 MHz, CDCl3) δ 138.89, 135.99, 135.08, 134.34, 133.77, 132.84, 132.19, 131.56, 130.19, 
129.42, 129.33, 128.40, 127.74, 122.46, 121.06, 76.20, 68.49, 53.27, 50.48, 32.07, 30.39, 29.83, 
29.79, 29.74, 29.65, 29.51, 29.12, 26.39, 22.84, 14.27. HRMS: (ESI) calcd for [M+] C32H43Cl4N2O: 
611.2128, found 611.2129; IR (neat, cm−1) 3149.2, 3054.9, 2922.5, 2852.5, 1589.7, 1561.5, 1467.7, 













ium bromide (2.5g). A solution of (2.4) (100 mg, 0.24 mmol) and hexadecylbromide (220 μL, 0.72 
mmol) was dissolved in MeCN (1 mL) and refluxed 12 h. The volatiles were evaporated and the 
residue was triturated with EtOAc to remove any trace of hexadecylbromide. Evaporation of the 
residual solvent afforded the salt (2.5g) as a white powder (166 mg, 0.23 mmol, 95%). 1H NMR 
(CDCl3, 400 MHz) δ 10.41 (s, 1H), 7.62–7.41 (m, 3H), 7.37–7.23 (m, 5H), 5.23 (s, 1H), 4.68 (s, 2H), 
4.52 (d, J = 12.1 Hz, 1H), 4.44 (d, J = 11.9 Hz, 1H), 4.38–4.23 (m, 2H), 1.86 (s, 2H), 1.26 (s, 26H), 
0.89 (s, 3H). 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ 138.22, 135.75, 134.82, 134.07, 133.66, 132.75, 132.13, 
131.27, 129.97, 129.23, 129.15, 128.21, 127.58, 122.59, 121.42, 76.04, 68.29, 53.08, 50.27, 31.92, 
30.28, 29.69, 29.66, 29.61, 29.53, 29.39, 29.36, 29.00, 26.24, 22.69, 14.13. HRMS: (ESI) calcd for 
[M+] C34H47Cl4N2O: 639.2447, found 639.2442; IR (neat, cm−1) 3148.1, 3051.6, 3010.2, 2921.3, 
2851.4, 1590.4, 1561.4, 1467.2, 1380.5, 1341.6; Melting point: 106–110 °C.  
A1.2 Concepts and methods used 
A1.2.1 Cellular reactive oxygen species (ROS) detection.  
 Cells were incubated in LB medium at 37 °C for 12 h, rediluted in LB medium and incubated 
until a OD600nm = 0.6 (early-log) was observed (2 h). Growth media was remove using centrifugation 
(1000 g; 10 min). The resulting cells were washed twice with an equal volume of phosphate buffer 
saline (PBS, pH = 7.4), resuspended in PBS containing 2',7'-dichlorodihydrofluorescein diacetate 
(H2DCFDA) to provide a final working concentration of 25-50 μM in dye depending on the cell line 
and incubated at 37 °C (30-60 min.) with occasional shaking. At this point, the solution must be 
kept in the dark. The resulting cells were washed twice with PBS and diluted back to the desired 











assay (ex/em: 485/535 nm) in 96-well plates (150 μL) or quartz cuvette (3 mL). ROS detection 
assay were performed using fluorimetric assay (ex/em: 485/535 nm) in 96-well plates (150 μL) or 
quartz cuvette (3 mL). Negative-control: a) DMSO (final concentration not exceeding 10 % 
volume) b) Unstained cells for autofluorescence in the green emission range. Positive-control: 
tert-butyl hydroperoxide (TBHP) to a final concentration of 100-250 μM.  
 
Figure A1.1. Fluorescence intensity of compound (2.5c), miconazole (2.4), and BAC relative to 
tert-butyl hydroperoxide (100%) and DMSO (0%) in different cell lines (OD600nm  = 0.1). Note: 
ROS production was not calculated for E. coli (MG1655) since a very low intensity was 
observed with positive-control. All cell lines were tested with unstained cells for 
autofluorescence. S. aureus ATCC 43300 and E. coli SK037.  
A1.1.2 Ortho-nitrophenyl-β-galactoside (ONPG) hydrolysis. 
 E. coli (MG1655) cells were incubated in LB medium at 37 °C with isopropyl β-D-1-
thiogalactopyranoside (IPTG) at a final concentration of 10 μg/mL for 12 h. Cells were diluted in 
LB medium and incubated until a OD600nm = 0.6 (early-log) was observed (2 h). Growth medium was 
remove using centrifugation (1000 g; 10 min), the resulting cells were washed twice with an equal 
volume of phosphate buffer saline (PBS, pH= 7.4) and diluted back in PBS to the desired working 
concentration (OD600nm = 0.1-0.5). Hydrolysis assay were performed using spectrometric assay (l = 
420 nm) in 96-well chambers (110 μL PBS, 15 μL ONPG (12.5 mM), 10 μL analogues in DMSO (1-
100 mM), and 15 μL cells (OD600nm = 0.1). Negative-control: DMSO (final concentration not 




(OD600nm = 0) was obtained (10 x 1 min., 35 % amplitude). Hydrolysis assay were performed using 
spectrometric assay (l= 420 nm) in 96-well chambers (110 μL PBS, 15 μL ONPG (12.5 mM), 10 μL 
analogues in DMSO (1-100 mM), and 15 μL cells (OD600nm= 0.1). Negative-control: DMSO (final 
concentration not exceeding 10% volume). Positive-control: 5 mL cells (OD600nm= 0.1) were 
sonicated until a lysate (OD600nm= 0) was obtained (10 x 1 min., 35 % amplitude).3  
 
Figure A1.2. Membrane permeabilization induced by miconazole (2.4) at different 




Figure A1.3. Membrane permeabilization induced by miconazoctylium bromide (2.5c) at 
different concentrations close to the MIC value. Assay performed with a bacterial population 
of 2.2 × 107 CFU mL−1 (OD600nm = 0.1).  
 
Figure A1.4. Dose–response relationship between the concentration of (2.5c) and the ONPG 
hydrolysis rate for a bacterial population of 2.2 × 107 CFU mL−1 (OD600nm  = 0.1).  
 XI 
A1.1.3 Biofilm staining and confocal laser scanning microscopy (LSM) Analysis.  
The images acquired by confocal laser microscope were processed through a segmentation 
algorithm (Fiji, ImageJ, Wayne Rasband National Institutes of Health) capable of separating the 
signals between the background and the foreground (sample). More precisely, the algorithm only 
considers the signals recorded in each pixel with value exceeding a threshold on the scale of gray 
tones that was established to distinguish a sample signal from the background noise. A variation 
(%) on the threshold value calculated by Fiji software was applied to better reflect the distinction 
of biofilm from background. The software calculated the surface area occupied by biofilm, by 
measuring the surface area occupied by the fluorescence foreground signal in both green and red 
channels. The mortality, then, calculated by dividing the surface area occupied in red channel to 
total surface area occupied by both green and red channels together.  
  
Figure A1.5. S. aureus biofilms were labeled with Live/Dead stains after 12 h incubation in 
growth medium (LB broth) with a solution at 50 μM antimicrobials. (a) Negative control (LB 
only). (b) Positive control (70 % ethanol). (c) Miconazole (2.4). (d) Miconazoctylium bromide 





Figure A1.6. Preformed S. aureus biofilms treated with different concentration of BAC over 24 
h monitored in 0.9 % NaCl solution. (a) Negative control (DMSO only, after 24 h). (b) Positive 
control (70 % ethanol). (c) 330 μM (MIC after 5 min). (d) 165 μM (1/2 x MIC after 5 min). (e) 




1.  Yañez, E. C.; Sánchez, A. C.; Becerra, J. M. S.; Muchowski, J. M.; Almanza, R. C. Rev. 
 Soc. Quím. Méx. 2004, 48, 49-52. 
2.  Mangas-Sanchez, J.; Busto, E.; Gotor-Fernandez, V.; Malpartida, F.; Gotor, V. J. Org. 
 Chem. 2011, 76 (7), 2115- 22. 
3.  Gravel, J.; Paradis-Bleau, C.; Schmitzer, A. R. Med. Chem. Commun. 2017, 8 (7), 1408-






































Annexe 2 : informations supplémentaires de l’article 2 « 
Antimicrobial and Antibiofilm Activity of Disubstituted Bis-
benzimidazolium Salts » 
A2.1 Materials and methods. 
All starting material were purchased from Sigma-Aldrich. 1H and 13C NMR spectra were recorded 
on Bruker spectrometers. The purity of final compounds used in biological assays was determined 
by ESI/ LC- MS analysis (≥ 95%).  
A2.2 Synthesis and characterization. 
 
Figure A2.1. Synthesis of 3.4a-c. Reagents and conditions: (i) Octylbromide, MeCN, 110 °C, 










Figure A2.2. Synthesis of 3.5a-c. Reagents and conditions: (i) Bromoadamantane, MeCN, 70 
°C, 86% (ii) LiOTf, MeOH, 95%; (iii) LiNTf2, MeOH, 95%.  
 
 
Figure A2.3. Synthesis of (3.7). Reagents and conditions: (i) Bromoacetyl bromide, K2CO3, 












Figure A2.4. Synthesis of 3.6a-c. Reagents and conditions: (i) (7), pyridine, acetone, reflux, 
53%. (ii) LiOTf, MeOH, 95%; (iii) LiNTf2, MeOH, 95%.  
  
1,1’-(pyridine-2,6-diylbis(methylene))bis(3-octyl-1H-benzimidazol-3-ium dibromide (3.4a): 
Lutidine bisbenzimidazole (100 mg, 0.3 mmol) and 1-bromooctane (250 μL, 0.9 mmol) were 
dissolve in 2.5 mL of MeCN. The mixture was heated in a microwave apparatus at 110 °C for 1 
hour. The reaction was washed with 15 mL of distilled water, then extracted 3 times with CH2Cl2 
and dried with Na2SO4. The solvent was removed under pressure and the resulting slurry was 
triturated 3 times with EtOAc to obtain product 3.4a as a white powder in 82% yield. 1H NMR 
(500 MHz, DMSO-d6) δ 9.89 (s, 2H), 8.04 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 8.01 (t, J = 7.8 Hz, 1H), 7.69–7.59 (m, 







Hz, 4H), 1.49–1.15 (m, 20H), 0.82 (t, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 153.19, 142.61, 138.90, 
131.06, 130.72, 126.46, 126.42, 122.54, 113.71, 113.48, 50.63, 46.75, 39.52, 31.18, 28.62, 28.53, 
28.44, 25.77, 22.07, 13.95. ESI-MS: m/z [M-H]+ (C37H51N5)+ calc. 565.41, found [M2+/2] 282.71, 




ium)bis(trifluoromethane)sulfonate (3.4b): Compound 3.4a (50 mg, 0.07 mmoles) was dissolved 
in 5 mL of methanol. LiOTf (24 mg, 0.15 mmol) was added to the mixture and the resulting mixture 
was stirred at room temperature for 12 h. After evaporation of the residual solvent under reduced 
pressure, 3 mL of distilled water were added and the suspension was stirred to remove any traces 
of unwanted salt. This process was repeated 3 times then the raw product was lyophilized 
overnight to obtain the product as a white solid in 95% yield. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 
9.89 (s, 2H), 8.04 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 8.06 (t, J = 7.8 Hz, 1H), 7.69–7.59 (m, 4H), 7.57 (d, J = 8.3 Hz, 
2H), 7.46–7.39 (m, 2H), 5.82 (s, 4H), 4.45 (t, J = 7.3 Hz, 4H), 1.85 (q, J = 7.6 Hz, 4H), 1.49 – 1.17 (m, 
20H), 0.82 (t, 6H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 153.19, 142.61, 138.90, 131.07, 130.72, 
126.45, 126.42, 122.54, 113.71, 113.48, 50.62, 46.75, 39.52, 31.18, 28.62, 28.53, 28.44, 25.77, 
22.07, 13.95. 19F NMR (471 MHz, DMSO) : -78.42.  ESI-MS: m/z [M-H]+ (C37H51N5)+ calc. 565.41, 
found [M2+/2]+ 282.71, 283.21, 283.74. IR (neat, cm-1) 2930, 2862, 1746, 1602, 1564, 1486, 1464, 








bis(trifluoromethane)sulfonimide (3.4c): Compound 3.4a (50 mg, 0.07 mmol) was dissolved in 5 
mL of methanol. LiNTf2 (44.2 mg, 0.15 mmol) was added to the mixture and the resulting mixture 
was stirred at room temperature for 12 h. After evaporation of the residual solvent under reduced 
pressure, 3 mL of distilled water were added and the suspension was stirred to remove any traces 
of unwanted salt. This process was repeated 3 times then the raw product was lyophilized to 
obtain the product as a white solid in 95% yield. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.89 (s, 2H), 8.04 
(d, J = 8.4 Hz, 2H), 8.03 (t, J = 7.8 Hz, 1H), 7.69–7.60 (m, 4H), 7.56 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 7.46–7.39 (m, 
2H), 5.82 (s, 4H), 4.47 (t, J = 7.2 Hz, 4H), 1.85 (q, J = 7.6 Hz, 4H), 1.49–1.15 (m, 20H), 0.82 (t, 6H). 
13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 153.20, 142.61, 138.90, 131.06, 130.72, 126.46, 126.48, 122.54, 
113.71, 113.48, 50.64, 46.75, 39.52, 31.19, 28.62, 28.53, 28.44, 25.77, 22.07, 13.95. 19F NMR (471 
MHz, DMSO): -79.98. ESI-MS: m/z [M-H]+ (C37H51N5)+ calc. 565.41, found [M2+/2] 282.71, 
283.21, 283.71. IR (neat, cm-1) 2930, 2862, 1746, 1602, 1564, 1486, 1464, 1441, 1405, 1379, 










benzo[d]imidazol-3- ium)dibromide (3.5a): Lutidine bisbenzimidazole (100 mg, 0.3 mmol) and 
(2-bromoethyl)adamantane (219 mg, 0.9 mmol) were dissolved in 2.5 mL of MeCN. The mixture 
was stirred under reflux overnight. The reaction was washed with 15 mL of distilled water, then 
extracted 3 times with CH2Cl2 and dried with Na2SO4. The solvent was removed under pressure 
and the resulting slurry was triturated three times with EtOAc to give product 3.5a as a white 
powder (203 mg, 0.246 mmol) in 82% yield. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 9.86 (s, 2H), 8.10–
7.88 (m, 3H), 7.63 (dd, J = 17.1, 8.0 Hz, 4H), 7.53 (d, J = 8.3 Hz, 2H), 7.40 (t, J = 7.8 Hz, 2H), 5.80 (s, 
2H), 4.58–4.26 (m, 4H), 1.99 (s, 6H), 1.76–1.60 (m, 30H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 153.1, 
153.1, 142.5, 142.5, 138.9, 138.2, 131.1, 131.0, 130.6, 130.4, 126.4, 126.3, 122.5, 121.5, 117.5, 
113.6, 113.4, 107.2, 50.6, 42.3, 41.4, 39.5, 36.4, 31.7, 27.9. IR (neat, cm-1) 2932, 2866, 1746, 1561, 
1463, 1405, 1379, 1282, 1174, 1134, 1026.  
 
1,1'-(pyridine-2,6-diylbis(methylene))bis(3-(2-((3r,5r,7r)-adamantan-1-yl)ethyl)-1H-
benzo[d]imidazol-3-ium) bis(trifluoromethane)sulfonate (3.5b): Compound 3.5a (50 mg, 0.07 
mmoles) was dissolved in 5 mL of methanol. LiOTf (24 mg, 0.15 mmol) was added to the mixture 





residual solvent under reduced pressure, 3 mL of distilled water were added and the suspension 
was stirred to remove any traces of unwanted salt. This process was repeated 3 times then the 
raw product was lyophilized overnight to give the product as a white solid in 97% yield. 1H NMR 
(400 MHz, DMSO-d6) δ 9.88 (s, 2H), 8.10–7.88 (m, 3H), 7.63 (dd, J = 17.1, 8.0 Hz, 4H), 7.54 (d, J = 
8.0 Hz, 2H), 7.40 (t, J = 7.8 Hz, 2H), 5.82 (s, 2H), 4.58–4.26 (m, 4H), 1.99 (s, 6H), 1.76–1.60 (m, 
30H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 153.2, 153.1, 142.6, 142.5, 138.9, 138.3, 131.2, 131.0, 
130.6, 130.4, 126.5, 126.4, 122.5, 121.6, 117.51, 113.7, 113.5, 107.3, 50.6, 42.3, 41.5, 39.5, 36.4, 
31.8, 27.9. IR (neat, cm-1) 2933, 2866, 1746, 1564, 1464, 1404, 1379, 1282, 1173, 1026.  
 
1,1'-(pyridine-2,6-diylbis(methylene))bis(3-(2-((3r,5r,7r)-adamantan-1-yl)ethyl)-1H-
benzo[d]imidazol-3-ium) bis(trifluoromethane)sulfonamide (3.5c): Compound 3.5a (50 mg, 0.07 
mmol) was dissolved in 5 mL of methanol. LiNTf2 (44.2 mg, 0.15 mmol) was added to the mixture 
and the resulting mixture was stirred at room temperature for 12 h. After evaporation of the 
residual solvent under reduced pressure, 3 mL of distilled water were added and the suspension 
was stirred to remove any traces of unwanted salt. This process was repeated 3 times then the 
raw product was lyophilized to obtain the product as a white solid in 92% yield. 1H NMR (400 
MHz, DMSO-d6) δ 9.73 (s, 2H), 8.00 (dd, J = 19.1, 8.0 Hz, 3H), 7.62 (t, J = 7.6 Hz, 4H), 7.51 (d, J = 
8.3 Hz, 2H), 7.40 (t, J = 7.8 Hz, 2H), 5.77 (s, 2H), 4.64–4.22 (m, 4H), 1.99 (s, 6H), 1.85–1.50 (m, 
30H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 153.2, 153.1, 142.5, 142.4, 138.9, 131.1, 130.6, 126.4, 
126.4, 122.5, 120.7, 118.2, 113.6, 113.4, 86.1, 54.9, 50.6, 42.3, 41.4, 39.5, 36.4, 31.7, 27.9. IR 






(3β)-cholest-5-en-3-ester bromide (3.7): Cholesterol (1 g, 2.59 mmol) and K2CO3 (536 mg, 3.88 
mmol) were dissolved in dry CH2Cl2 (25 mL). This mixture was stirred at 0 °C for 30 minutes before 
bromoacetyl bromide (252 μL, 2.88 mmol) was added dropwise at 0 °C. The reaction was allowed 
to warm to room temperature and stirred for 12 h. The reaction was quenched with 25 mL of 
water and extracted 3x with 10 ml CH2Cl2 then dried over Na2SO4. The solvent was removed under 
pressure to give 3.7 as a white solid in 88% yield. ESI-MS: m/z [M-H]+ 506.2, found 507.2 
(C29H47BrO2)+ calc. 506.3, found 507.3. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ ppm 5.27 (d, J = 4.9 Hz, 
1H), 4.61 (m, 1H), 4.26 (s, 1H), 2.31-0.91 (m, 2H), 2.19-1.94 (m, 40H). 13C NMR (100 MHz, DMSO-
d6) δ ppm = 166.6, 140.8, 121.8, 73.1, 56.5, 56.2, 50.8, 42.7, 39.9, 38.5, 37.4, 35.8, 32.0, 31.8, 
28.4, 28.1, 26.3, 25.9, 24.6, 23.2, 21.1, 19.4, 19.3, 12.0. IR (neat, cm-1) 2933, 2866, 1746, 1464, 
1404, 1379, 1282, 1173, 1135, 1026.  
 
1,1'-(pyridine-2,6-diylbis(methylene))bis(3-(4-(cholesteryl)-1H-benzimidazol-3-ium) dibromide: 
Lutidine bisbenzimidazole (3.6a) (0.78 g , 1.5 mmoles) and (3.7) (0.23 g, 0.68 mmoles) were 
dissolved in 10 mL of dry acetone. The mixture was stirred under reflux overnight. The 





was dried in an oven to obtain a white solid in 53% yield. ESI-MS: m/z [M-H]+ (C79H111N5O4) 
1193.86 found [M-2H/2]+ 593.96, 597.43, 597.96. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ ppm 8.92 (s, 
2H), 8.60 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 8.23 (t, J = 7.8 Hz, 2H), 7.72 (m, 2H), 7.39 (m, 2H), 6.99 (d, J = 8.3 Hz, 
2 H), 5.99 (s, 4H), 5.32 (s, 4H), 5.27 (d, J= 4.9 Hz, 2H), 4.60 (m, 2H), 2.31-0.88 (m, 84H). 13C NMR 
(100 MHz, DMSO-d6) δ ppm = 171.0, 157.2, 140.8, 137.0, 136.4, 131.7, 131.6, 126.5, 126.2, 121.8, 
119.2, 113.4, 73.8, 60.5, 59.2, 56.5, 56.2, 50.8, 42.7, 39.9, 39.8, 38.5, 37.4, 36.1, 35.8, 32.0, 31.8, 
28.4, 28.1, 26.3, 25.9, 24.6, 21.1, 19.4, 19.3, 12.0. IR (neat, cm-1) 2933, 2865, 1746, 1561, 1464, 
1404, 1379, 1282, 1173, 1135.  
 
1,1'-(pyridine-2,6-diylbis(methylene))bis(3-cholesteryl-1H-benzimidazol-3-ium) 
bis(trifluoromethane)sulfonate (3.6b): Compound (3.6a) (0.05 g, 0.07 mmoles) was dissolved in 
5 mL of MeOH. LiOTf (24 mg, 0.15 mmol) was added to the mixture and the resulting mixture was 
stirred at room temperature for 12 h. After evaporation of the residual solvent under reduced 
pressure, 3 mL of distilled water were added and the suspension was stirred to remove any traces 
of unwanted salt. This process was repeated 3x then the raw product was lyophilized overnight 
to obtain the product as a white solid in 95% yield. ESI-MS: m/z [M-H]+ (C79H111N504) calc. 
1193.86 found [M-2H/2]+ 593.96, 597.43, 597.96. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ ppm 8.92 (s, 
2H), 8.60 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 8.23 (t, J = 7.8 Hz, 2H), 7.72 (m, 2H), 7.39 (d, 7.8 Hz, 2H), 6.99 (d, J = 
8.3 Hz, 2H), 5.99 (s, 4H), 5.32 (s, 4H), 5.27 (t, J= 4.9 Hz, 2H), 4.60 (m, 2H), 2.31-0.88 (m, 84H). 13C 
NMR (100 MHz, DMSO-d6) δ ppm = 171.0, 157.2, 140.8, 137.0, 136.4, 134.1, 131.7, 131.6, 126.5, 




35.8, 32.0, 31.8, 28.4, 28.1, 26.3, 25.9, 24.6, 21.1, 19.4, 19.3, 12.0. IR (neat, cm-1) 2933, 2865, 
1746, 1561, 1464, 1404, 1379, 1282, 1173, 1135.  
 
1,1'-(pyridine-2,6-diylbis(methylene))bis(3-cholesteryl)-1H-benzimidazol-3-ium) 
bis(trifluoromethane)sulfonimide (3.6c): Compound (3.6a) (0.05 g, 0.07 mmoles) was dissolved 
in 5 mL of MeOH. LiNTf2 (44.2 mg, 0.15 mmol) was added to the mixture and the resulting mixture 
was stirred at room temperature for 12h. After evaporation of the residual solvent under reduced 
pressure, 3 mL of distilled water were added and the suspension was stirred to remove any traces 
of unwanted salt. This process was repeated 3x then the raw product was lyophilized and the 
product was obtained as a white solid in 92% yield. ESI-MS: m/z [M-H]+ (C79H111N504) calc. 
1193.86 found [M-2H/2]+ 593.96, 597.43, 597.96 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ ppm 8.92 (s, 
2H), 8.61 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 8.23 (t, J = 7.8 Hz, 2H), 7.72 (m, 2H), 7.39 (d, 7.7 Hz, 2H), 6.99 (d, 8.3 
Hz, 2H), 5.99 (s, 4H), 5.32 (s, 4H), 5.27 (t, J = 4.8 Hz, 2H), 4.60 (m, 2H), 2.31-0.88 (m, 84H). 13C 
NMR (100 MHz, DMSO-d6) δ ppm = 171.0, 157.2, 149.0, 140.8, 137.0, 136.4, 131.7, 131.6, 126.5, 
126.2, 121.8, 119.2, 113.4, 73.8, 60.5, 59.2, 56.5, 56.2, 50.8, 42.7, 39.9, 39.8, 38.5, 37.4, 36.1, 
35.8, 32.0, 31.8, 28.4, 28.1, 26.3, 25.9, 24.6, 21.1, 19.4, 19.3, 12.0. IR (neat, cm-1) 2933, 2865, 
1746, 1561, 1464, 1404, 1379, 1282, 1173, 1135.  
A2.3 Concepts and methods used 
A2.3.1 Bacterial strains, culture conditions, and viability assays.  
 MICs were determined in 96-well microtiter plates. Assays were conducted in Lauria Broth 
(LB) medium at 37 °C in triplicate. Bacterial cell density (OD at 600 nm) was measured using a 




were performed on a Tecan Infinite M200 microplate reader. Bacterial cell lysis was performed 
by sonication using a Sonics & Materials inc. Vibra-Cells VCX-500 Ultrasonic Processor (5 to 15 
rounds of 30 seconds sonication until the OD600nm = 0).  
A2.3.2 EYPC liposomes.  
 2 ml of a 25 mg/mL solution of egg-yolk phosphatidyl choline (EYPC) in chloroform were 
slowly reduced in vacuo to form a thin film on the side of a flask. 1 mL of PBS buffer (137 mM 
NaCl, 2.7 mM KCl, 10 mM Na2HPO4, 1.8 mM KH2PO4, adjusted to pH = 7.4) was added and the 
resulting suspension and subjected to 10 freeze/thaw cycle (1 cycle = 1 min at -20 °C followed by 
1 min at 37 °C). The mixture was extruded on a 100 nm polycarbonate membrane 21 times and 
diluted to obtain a final concentration of 10 mM. In a plastic cuvette were added 2 mL of ultrapure 
water, 20 μL of the liposome solution  
A2.3.3 Lucigenin-based ion transport assays.  
 A 20 μL aliquot of the stock solution of EYPC liposomes was added to a cuvette containing 
2 mL of a solution of NaCl and 10 mM phosphate buffer to obtain a 0.25-0.3 mM solution of 
phospholipid. The fluorescence of intravesicular dye was monitored with an excitation at 372 nm 
and the emission was recorded at 503 nm. A 20 μL aliquot of transporter (different 
concentrations) in MeOH was injected. At the end of the experiment, 10% aqueous Triton-X was 
injected to lyse the liposomes. The temperature was set to 25 °C. Experiments were repeated in 
triplicate and all traces reported are the average of the independent three trials.  
A2.3.4 Biofilm inhibition assay.  
 S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium 
to the desired final concentration (OD600nm= 0.1-0.15). S. aureus biofilms were labeled with 
Live/Dead stain after 12 h incubation with antibiotics in growth medium (LB broth). Negative 







Figure A2.5. MRSA biofilms labeled with Live/Dead stains after a 24 h incubation in growth 
medium with 50 μg mL-1 antimicrobial. (a) Negative control (DMSO 10%). (b) Positive control 
(70 % ethanol). (c) 3.3a-c, 50 μg mL-1 = 20xMIC.  
A2.3.5 Biofilm disruption assay.  
 S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium 
to the desired final concentration (OD600nm= 0.1-0.15). After an incubation of 12 h in 8-well 
chambers, the growth media was removed via pipetting and the resulting biofilms were washed 
2 times with 0.9 % NaCl solution to remove the remaining planktonic cells. Formed S. aureus 
biofilms were treated with antibiotics over a 24 h monitoring in 0.9 % NaCl solution Negative 
Control: DMSO (final concentration not exceeding 10 % volume). Positive Control: 70 % ethanol.  
A2.3.6 Biofilm staining and confocal laser scanning microscopy (LSM) analysis.  
 Biofilms stained with FilmTracerTM Live/Dead® Biofilm viability kit (Molecular Probes, Life 
Technologies Ltd.). Briefly, a working solution of fluorescent stains was prepared by adding 1 μL 
of SYTO® 9 stain and 1 μL of PI stain to 1 mL of filter-sterilized water. Two hundreds μL of staining 
3.3a 3.3b 3.3c 
 
XXXIII 
solution were deposited on each well of a 8-well chambered coverglass, after 15 min at room 
temperature in the dark, samples were washed with sterile saline (0.9% NaCl) from base of the 
support material. Then, biofilms were examined with a confocal laser microscope (Leica model 
TCS SP5; Leica Microsystems CMS GmbH, Mannheim, Germany) using a 20x dry objective (HC PL 
FLUOTAR 20.0 x 0.50 DRY). A 488 nm laser line was used to excite SYTO® 9, while the fluorescent 
emission was detected from 500 to 540 nm. PI was sequentially excited with 561 nm laser line 
and its fluorescent emission was detected from 600 to 695 nm.  
A2.3.7 Biofilm formation: crystal violet assay.  
 S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium 
to the desired final concentration (OD600nm= 0.1-0.15). After an incubation with antibiotics of 
24-72 h in 8-well chambers, the growth media was removed via pipetting and the resulting 
biofilms were washed 2 times with saline (0.9% NaCl) to remove the remaining planktonic cells. 
A saturated solution of crystal violet was added, after 30 min at room temperature, samples were 
washed 2 times with saline (0.9% NaCl). The stained biofilms were left in saline solution to avoid 
evaporation and the residual biofilm are observed. 
 
Figure A2.6. Preformed MRSA biofilms treated with different concentrations of 3.4a after 24 
h monitored in 0.9 % NaCl solution. Crystal violet assay (right) (a) Negative control (DMSO 
only). (b) Positive control (70 % ethanol). (c) 50 μg/mL. (d) 20 μg/mL. (e) 10 μg/mL. (f) 5 μg/mL 
(MIC). (g) 2.5 μg/mL. (h) 1.25 μg/mL.  
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A2.3.8 Dynamic light scattering (DLS) assay.  
The size of the aggregates was measured by Dynamic Light Scattering on a Wyatt Technology's 
Möbius® instrument in distilled water at different concentrations of salts dissolved in DMSO.  
 
 
Figure A2.7. Size (radius) of the aggregates formed by 3.4a at different concentrations.  
A2.3.9 Molecular modelling.  
All calculations were performed on a Windows® Vista platform. In order to assess the energy 
content for various molecules designed, semi-empirical quantum calculations were undertaken 
using the PM6 method in gas phase or in aqueous solution (MOPAC2009TM; ©Stewart 
Computational Chemistry). Theoretical calculations were carried out at the restricted Hartree-
Fock level (RHF) using the PM6 semi-empirical SCF-MO methods. All structures were optimized 
to a gradient inferior to 0.1 using the eigenvector following method. The MOPAC Cartesian 
coordinates were generated with OpenBabel 2.2.0 graphical interface (©Chris Morley) from the 




A2.3.9 Hemolytic assay.  
Red blood cells in Alserver’s solution were centrifuged 10 min. at 300 x g, washed 3 times with 
PBS buffer and resuspended in PBS at 2% v/v. In a 96 wells plate was added 195 μL of red blood 
cells solution and 5 μL of compound in DMSO, and the plate was incubated with light agitation 
for 1 h at 37 °C. The plate was then centrifuged for 10 min at 300 x g and 50 μL of the supernatant 
of each well was transferred to another plate. Absorbance was measured at λ = 405 nm.  
 
 



























Annexe 3 : informations supplémentaires de l’article 3 « 
Benzimidazolium salts prevent and disrupt methicillin-resistant 
Staphylococcus aureus biofilms » 
A3.1 Synthesis and characterization. 
 
 
(4-phenylethynyl)benzyl alcohol (4.2). To a carefully degassed solution of 4-iodobenzyl alcohol 
(4.0 g, 17.1 mmol), PPh3 (90 mg, 0.343 mmol), and PdCl2(PPh3)2 (120 mg, 0.171 mmol) in 50 mL of 
dry THF, (65 mg, 0.343 mmol) and Et3N (19.1 mL, 137 mmol) was added. The mixture was 
degassed for another 5 min before phenylacetylene (1.98 mL, 18 mmol) was added dropwise. The 
reaction was stirred overnight at 50 °C under nitrogen atmosphere. Then, 50 mL of water was 
added and the aqueous layer was extracted three times with EtOAc. The combined organic 
fractions were wash with NH4Cl(sat) when a blue aqueous phase was observed, brine, and dried 
over Na2SO4. The solvent is removed under reduced pressure and the resulting brownish solid 
was triturated with hexane until no more apolar (solvent front) product was observed by TLC (40 
% EtOAc/hexane). Filtration of the resulting solid afforded (4-phenylethynyl)benzyl alcohol (4.2) 
as a white solid in 90% isolated yield (3.21 g, 15.4 mmol). 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ7.54-7.50 
(m, 4H), 7.37-7.24 (m, 5H), 4.66 (s, 2H), 2.00 (b, 1H). 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ140.9, 131.7, 
131.5, 128.3, 128.2, 126.7, 123.1, 122.3, 89.3, 89.1, 64.8. HRMS (ESI) calcd for C15H13O+[M+H]+: 









(4-phenylethynyl)benzyl bromide (4.3). (4-Phenylethynyl) benzyl alcohol (4.2) (1.0 g, 4.8 mmol) 
was dissolved in 20 mL of dry CH2Cl2. The mixture was cooled to 0 °C and phosphorus tribromide 
(0.68 mL, 7.20 mmol) was added dropwise. Then the mixture was stirred for 2 hours at 0 °C then 
water was added and the aqueous phase was extracted 3 times with CH2Cl2. Then, silica gel was 
added before the solvent was removed under reduced pressure. The product was purified by 
filtration on silica gel (Hexane 100 %) to afford (4-phenylethynyl)benzyl bromide (4.3) as a white 
solid in 100 % isolated yield (1.3 g, 4.8 mmol). 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ7.54-7.48 (m, 4H), 7.37-
7.24 (m, 5H), 4.48 (s, 2H). 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ137.6, 131.9, 131.5, 129.0, 128.3, 128.2, 
123.3, 122.9, 90.2, 88.8, 32.9. HRMS (ESI) calcd for C15H12Br+[M+H]+: 271.0117, found 271.0109.  
 
(4-phenylethynyl)benzyl benzimidazole (4.5). To a solution of benzimidazole (869 mg, 7.36 
mmol) in THF (30.0 mL) at 0 °C was added sodium hydride (336 mg, 8.4 mmol) portion wise. After 
stirring for 15 minutes, (4-phenylethynyl)benzyl bromide (4.3) (1.9 g, 7.00 mmol) was slowly 
added. The reaction is allowed to warm up to room temperature and stirred until no more starting 
benzimidazole was observed by TLC (100% EtOAc) (2-3 h). The reaction was then quenched with 
water (200 mL) and the resulting precipitate was filtered and washed with water, EtOAc, and 
Hexane to afford (4-phenylethynyl)benzyl benzimidazole (4.5) as a white solid in 93% yield (2.0 
g, 6.5 mmol). 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 7.66–7.51 (m, 7H), 7.44–7.38 (m, 3H), 7.33 (d, J = 
8.0 Hz, 2H), 7.21 (d, J = 6.2 Hz, 2H), 5.56 (s, 2H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 137.6, 131.7, 
131.5, 131.4, 131.3, 128.8, 128.8, 128.8, 127.7, 122.5, 122.1, 121.6, 89.5, 88.9, 47.5. HRMS (ESI) 







General procedure for 1st and 2nd generation benzimidazolium salt formation (4.6-4.21). To a 
solution of (4-phenylethynyl)benzyl benzimidazole (4.5) (135 mg, 0.438 mmol) in MeCN (2 mL) 
was added the corresponding alkyl or benzyl bromide (1.31 mmol, 3 eq.). The reaction is stirred 
until LCMS analysis show completion of the reaction (24-48 h). MeCN was evaporated and the 
resulting solid is triturated with EtOAc to remove the excess alkyl or benzyl bromide. The resulting 
white solid was filtered, washed with hexane, and dried to afford the corresponding 
benzimidazolium salt (4.6-4.21) as a white powder.  
 
1,3-bis(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.6). Yield 95%. Purity 
98.99%. 1H NMR (300 MHz, CDCl3): d ppm = 9.97 (s, 1H), 7.90 -7.96 (m, 1H), 7.52 (m, 14H), 7.38 -
7.45 (m, 7H), 5.81 (s, 4H). 13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 143.5, 137.3, 131.7, 131.5, 131.4, 131.3, 
128.8, 127.6, 122.5, 122.1, 121.1, 89.5, 88.9, 47.5. HRMS (ESI): m/z Calcd for C37H27N2[M]+: 
499.2169, found 499.2175. 
 
3-benzyl-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.7). Yield 65%. 
Purity 100%. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.11 (s, 1H), 7.98 (m, 2H), 7.75 – 7.51 (m, 10H), 
7.50–7.34 (m, 6H), 5.84 (d, J = 15.6 Hz, 4H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 143.3, 134.9, 134.4, 
132.4, 131.9, 131.6, 129.5, 129.3, 129.2, 129.2, 128.8, 127.3, 123.1, 122.4, 114.5, 114.5, 90.6, 













3-(4-methylbenzyl)-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.8). 
Yield 65%. Purity 99.48%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.03 (s, 1H), 7.96 (m, 2H), 7.69–7.60 
(m, 4H), 7.60–7.52 (m, 4H), 7.48–7.40 (m, 5H), 7.24 (d, J = 7.9 Hz, 2H), 5.83 (s, 2H), 5.74 (s, 2H), 
2.30 (s, 3H).13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 142.7, 138.3, 134.5, 131.9, 131.4, 131.1, 130.8, 129.6, 
129.2, 129.0, 128.8, 128.7, 128.4, 126.9, 122.7, 122.0, 114.1, 114.0, 90.1, 88.7, 49.9, 49.7, 20.7. 
HRMS (ESI): m/z Calcd for C30H25N2[M]+: 413.2001, found 413.2012. 
 
3-(4-fluorobenzyl)-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.9). Yield 
79%. Purity 98.65%. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.07 (s, 1H), 8.08–7.90 (m, 2H), 7.68–7.49 
(m, 10H), 7.46 – 7.39 (m, 3H), 7.29 (t, J = 8.9 Hz, 2H), 5.82 (d, J = 17.6 Hz, 4H). 13C NMR (126 MHz, 
DMSO-d6) δ 163.7, 161.7, 143.3, 134.9, 132.4, 131.9, 131.6, 131.5, 131.4, 131.3, 130.6, 129.5, 
129.3, 129.2, 127.3, 123.1, 122.4, 116.5, 116.3, 114.5, 114.5, 90.6, 89.2, 65.4, 62.5, 50.2, 49.8. 19F 
















3-(4-chlorobenzyl)-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.10). 
Yield 75%. Purity 96.89%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.07 (s, 1H), 8.04–7.90 (m, 2H), 7.76–
7.49 (m, 12H), 7.47–7.35 (m, 3H), 5.83 (d, J = 12.9 Hz, 4H).13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 143.0, 
134.4, 133.5, 132.8, 131.9, 131.4, 131.1, 131.0, 130.4, 129.0, 128.8, 128.7, 126.9, 122.6, 122.0, 
114.0, 90.1, 88.7, 49.7, 49.3. HRMS (ESI): m/z Calcd for C29H22ClN2[M]+: 433.1466, found 433.1456. 
 
3-(4-bromobenzyl)-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.11). 
Yield 80%. Purity 99.53 %.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.09 (s, 1H), 7.97 (s, 2H), 7.72–7.48 
(m, 12H), 7.43 (s, 3H), 5.83 (d, J = 19.5 Hz, 4H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-6) δ 143.0, 134.4, 133.2, 
131.9, 131.4, 131.1, 131.0, 130.7, 129.0, 128.8, 128.7, 126.9, 122.6, 122.1, 122.0, 114.0, 90.1, 


















3-(4-iodobenzyl)-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.12). Yield 
99%. Purity 100%. 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.04 (s, 1H), 7.95 (s, 2H), 7.81 (m, J = 6.9 Hz, 
2H), 7.70–7.51 (m, 8H), 7.49–7.24 (m, 5H), 5.80 (d, J = 28.5 Hz, 4H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-
d6) δ 142.9, 137.8, 134.4, 133.5, 131.9, 131.4, 131.1, 131.1, 130.7, 129.0, 128.8, 128.7, 126.9, 
122.6, 122.0, 114.0, 95.5, 90.1, 88.7, 49.7, 49.5. HRMS (ESI): m/z Calcd for C29H22IN2[M]+: 




(4.13). Yield 65%. Purity 99.57%. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.11 (s, 1H), 8.09–7.90 (m, 2H), 
7.83 (d, J = 8.3 Hz, 2H), 7.76 (d, J = 8.2 Hz, 2H), 7.71–7.55 (m, 6H), 7.55 (m, 2H), 7.48–7.37 (m, 3H), 
5.91 (d, J = 39.2 Hz, 4H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 143.4, 138.7, 134.5, 132.1, 131.6, 131.3, 
129.3, 129.2, 129.0, 128.9, 127.1, 127.1, 126.1, 126.0, 122.8, 122.1, 114.2, 114.1, 90.2, 88.8, 49.9, 



















(4.14). Yield 62%. Purity 99.52%. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.09 (s, 1H), 8.06–8.02 (m, 1H), 
7.98–7.93 (m, 1H), 7.68–7.52 (m, 8H), 7.50–7.41 (m, 7H), 5.80 (d, J = 40.9 Hz, 4H), 2.08 (s, 1H), 
1.26 (s, 9H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 151.3, 142.7, 134.5, 131.9, 131.4, 131.1, 131.1, 
131.0, 129.0, 128.8, 128.2, 126.8, 125.8, 122.6, 122.0, 114.1, 114.0, 90.1, 88.7, 49.7, 34.4, 31.0. 




bromide (4.15). Yield 69%. Purity 100%. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.09 (s, 1H), 8.09–8.03 
(m, 1H), 8.00–7.95 (m, 1H), 7.79–7.71 (m, 2H), 7.71–7.52 (m, 12H), 7.51–7.32 (m, 6H), 5.85 (s, 
4H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 142.9, 140.6, 139.3, 134.4, 133.0, 131.9, 131.4, 131.1, 129.0, 
129.0, 128.8, 128.7, 127.8, 127.2, 126.9, 126.7, 122.7, 122.0, 114.1, 114.0, 90.1, 88.7, 49.7. HRMS 














bromide (4.16). Yield 68%. Purity 97.62%. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.03 (s, 1H), 8.35 (s, 
2H), 8.19 (s, 1H), 8.07–8.01 (m, 1H), 7.99–7.91 (m, 1H), 7.74–7.51 (m, 8H), 7.48–7.39 (m, 3H), 5.97 
(s, 2H), 5.84 (s, 2H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 143.5, 137.0, 134.4, 131.8, 131.4, 131.1, 
131.1, 130.8, 130.6, 129.8, 129.0, 128.8, 128.7, 127.0, 126.9, 122.6, 122.0, 114.1, 113.8, 90.1, 
88.7, 49.8, 48.9. 19F NMR (471 MHz, DMSO) δ -62.79.  HRMS (ESI): m/z Calcd for C31H21F6N2[M]+: 




bromide (4.17). Yield 87%. Purity 98.85%. 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.07 (s, 1H), 8.05–
7.99 (m, 1H), 7.99–7.88 (m, 1H), 7.70–7.49 (m, 8H), 7.47–7.36 (m, 3H), 7.20 (d, J = 1.7 Hz, 1H), 
7.13 (dd, J = 8.0, 1.8 Hz, 1H), 6.98 (d, J = 8.0 Hz, 1H), 6.04 (s, 2H), 5.84 (s, 2H), 5.69 (s, 2H). 13C NMR 
(126 MHz, DMSO-d6) δ 147.7, 147.7, 142.7, 134.5, 131.9, 131.4, 131.1, 131.0, 129.0, 128.8, 128.7, 
127.2, 126.8, 126.8, 122.7, 122.6, 122.0, 114.1, 113.9, 109.0, 108.6, 101.4, 90.1, 88.7, 50.0, 49.7. 

















(4.18). Yield 87%. Purity 99.09%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.15 (s, 1H), 8.15–7.86 (m, 2H), 
7.76–7.51 (m, 8H), 7.49–7.41 (m, 3H), 6.75 (s, 2H), 6.51 (s, 1H), 5.87 (s, 2H), 5.72 (s, 2H), 3.74 (s, 
6H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 160.9, 142.9, 135.9, 134.5, 131.9, 131.4, 131.1, 131.0, 129.0, 
128.8, 128.7, 126.8, 122.6, 122.0, 114.1, 114.0, 106.7, 100.0, 90.1, 88.7, 55.4, 50.1, 49.7. HRMS 





bromide (4.19). Yield 75%. Purity 99.63%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.09 (s, 1H), 8.06-
7.89 (m, 2H), 7.72–7.51 (m, 10H), 7.48–7.38 (m, 5H), 5.85 (d, J = 2.7 Hz, 4H). 13C NMR (126 MHz, 
CDCl3) δ 148.3, 142.9, 134.2, 133.2, 131.7, 131.2, 130.9, 130.9, 130.4, 128.8, 128.6, 128.6, 126.7, 
122.5, 121.8, 121.4, 113.9, 113.8, 89.9, 88.5, 49.6, 49.0. 19F NMR (471 MHz, CDCl3) δ -52.03. HRMS 


















bromide (4.20). Yield 84%. Purity 100%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.19 (s, 1H), 8.14–7.85 
(m, 4H), 7.78–7.49 (m, 10H), 7.49–7.25 (m, 3H), 5.92 (d, J = 23.2 Hz, 4H), 3.85 (s, 3H). 13C NMR 
(126 MHz, CDCl3) δ 165.6, 143.0, 139.0, 134.2, 131.7, 131.2, 130.9, 129.6, 129.5, 128.8, 128.6, 
128.4, 126.7, 122.5, 121.8, 113.9, 113.8, 89.9, 88.5, 52.1, 49.6, 49.5. HRMS (ESI): m/z Calcd for 




3-octyl-1-(4-(phenylethynyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.21). Yield 66%. 
Purity 99.06%.  1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.97 (s, 1H), 8.27–8.07 (m, 1H), 7.94 (dd, J = 7.3, 
1.2 Hz, 1H), 7.76–7.50 (m, 8H), 7.43 (d, J = 2.2 Hz, 3H), 5.82 (s, 2H), 4.51 (t, J = 7.3 Hz, 2H), 2.10–
1.73 (m, 2H), 1.41–1.09 (m, 10H), 0.84 (t, J = 7.0 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 142.4, 
134.5, 131.8, 131.3, 131.2, 130.7, 128.9, 128.7, 128.5, 126.7, 126.6, 122.5, 121.8, 113.8, 113.7, 
90.0, 88.5, 49.5, 46.8, 31.0, 28.4, 28.3, 25.7, 22.0, 13.8. HRMS (ESI): m/z Calcd for C30H33N2[M]+: 















General procedure for benzimidazole alkylation (4.23-4.32). To a solution of benzimidazole (4.4) 
(1.00 g, 8.46 mmol) in THF (25.0 mL) at 0 °C was added sodium hydride (406 mg, 10.2 mmol) 
portion wise. After stirring for 15 minutes, a solution of the corresponding benzyl or alkyl bromide 
(8.89 mmol, 1.05 eq.) in THF (5 mL) was slowly added. The reaction is allowed to warm up to R.T. 
and stirred until no more starting benzimidazole is observed by TLC (100% EtOAc) (2-3 h). The 
reaction is then quenched with water and the aqueous layer is extracted three times with EtOAc, 
dried over Na2SO4 and purified using silica gel chromatography (100% EtOAc) to afford the 
corresponding alkylated benzimidazole (4.23-4.32). 
 
1-octyl-1H-benzo[d]imidazole (4.23). Yield 96%, 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.81 (s, 1H), 7.76-
7.71 (m, 1H), 7.35-7.31 (m, 1H), 7.25-7.20 (m, 2H), 4.17 (d, J = 6.3 Hz, 2H), 1.86 (m, 2H), 1.19-1.13 
(m, 10H), 0.80 (t, J = 1.8 Hz, 3H) 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ 143.1, 142.6, 133.8, 122.7, 121.2, 
120.2, 109.8, 45.3, 31.6, 29.2, 29.3, 26.7, 22.5, 14.0. HRMS (ESI): m/z Calcd for C15H22N2[M+H]+: 
231.1863, found 231.1867. 
 
 
1-benzyl-1H-benzo[d]imidazole (4.24). Yield 91%, 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.41 (s, 1H), 
7.68–7.64 (m, 1H), 7.53–7.49 (m, 1H), 7.35–7.25 (m, 5H), 7.23–7.16 (m, 2H), 5.50 (s, 2H). 13C NMR 
(126 MHz, DMSO-d6) δ 144.25, 143.58, 136.98, 133.67, 128.71, 127.75, 127.40, 122.41, 121.60, 










1-(4-methylbenzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.25). Yield 40%, 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.39 
(s, 1H), 7.70–7.60 (m, 1H), 7.55–7.40 (m, 1H), 7.27–7.04 (m, 6H), 5.44 (s, 2H), 2.24 (s, 3H).13C NMR 
(126 MHz, DMSO-d6) δ 144.2, 143.6, 137.0, 133.9, 133.6, 129.2, 127.4, 122.3, 121.5, 119.5, 110.7, 
47.4, 20.6. HRMS (ESI): m/z Calcd for C15H15N2[M+H]+: 223.1230, found 223.1232.  
 
 
1-(4-fluorobenzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.26). Yield 97%, 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.44 
(s, 1H), 7.71–7.66 (m, 1H), 7.57–7.51 (m, 1H), 7.43–7.36 (m, 2H), 7.27–7.13 (m, 4H), 5.50 (s, 2H). 
13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 162.59, 160.65, 144.15, 143.62, 133.55, 133.20, 133.17, 129.62, 
129.56, 122.42, 121.61, 119.53, 115.58, 115.40, 110.66, 46.87. 19F NMR (471 MHz, DMSO-d6) δ -














1-(4-chlorobenzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.27). Yield 92%, 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.42 
(s, 1H), 7.73–7.62 (m, 1H), 7.55–7.47 (m, 1H), 7.43–7.36 (m, 2H), 7.36–7.26 (m, 2H), 7.25 – 7.15 
(m, 2H), 5.50 (s, 2H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 144.23, 143.59, 135.98, 133.55, 132.41, 
129.30, 128.70, 122.50, 121.69, 119.56, 110.66, 46.90. HRMS (ESI): m/z Calcd for 
C14H12ClN2[M+H]+: 243.0684, found 243.0680. 
 
 
1-(4-bromobenzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.28). Yield 62%, 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.42 
(s, 1H), 7.71–7.63 (m, 1H), 7.57–7.46 (m, 3H), 7.29–7.24 (m, 2H), 7.24–7.15 (m, 2H), 5.49 (s, 2H). 
13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 144.2, 143.6, 136.4, 133.6, 131.6, 129.6, 122.5, 121.7, 120.9, 














1-(4-iodobenzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.29). Yield 71%, 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 8.40 
(s, 1H), 7.77–7.56 (m, 3H), 7.48 (d, J = 5.7 Hz, 1H), 7.29–6.92 (m, 4H), 5.47 (s, 2H). 13C NMR (126 
MHz, DMSO-d6) δ 143.7, 143.1, 135.9, 133.0, 131.1, 129.1, 122.0, 121.2, 120.4, 119.1, 110.2, 46.5. 
HRMS (ESI): m/z Calcd for C14H12IN2[M+H]+: 335.0040, found 335.0041. 
 
 
1-(4-(trifluoromethyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.30). Yield 96%, 1H NMR (500 MHz, 
DMSO-d6) δ 8.45 (s, 1H), 7.79–7.60 (m, 3H), 7.56–7.43 (m, 3H), 7.28–7.09 (m, 2H), 5.63 (s, 2H).13C 
NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 144.3, 143.6, 141.8, 133.6, 128.0, 125.6, 125.6, 125.6, 122.6, 121.7, 
119.6, 110.6, 47.0. 19F NMR (471 MHz, DMSO-d6) δ -64.06. HRMS (ESI): m/z Calcd for 














1-(4-(tert-butyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.31). Yield 84%, 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 
8.41 (s, 1H), 7.66 (d, J = 7.3 Hz, 1H), 7.55 (d, J = 7.3 Hz, 1H), 7.38–7.32 (m, 2H), 7.26–7.16 (m, 4H), 
5.45 (s, 2H), 1.22 (s, 9H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 150.1, 134.0, 127.1, 125.4, 122.3, 121.5, 




1-([1,1'-biphenyl]-4-ylmethyl)-1H-benzo[d]imidazole (4.32). Yield 44%, 1H NMR (500 MHz, 
DMSO-d6) δ 8.45 (s, 1H), 7.70–7.54 (m, 6H), 7.4 –7.32 (m, 5H), 7.26–7.11 (m, 2H), 5.55 (s, 2H). 13C 
NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 144.4, 143.8, 139.8, 136.3, 133.8, 129.1, 128.1, 127.7, 127.2, 126.8, 












General procedure for 3rd generation benzimidazolium salt formation (4.33-4.43). To a solution 
of corresponding alkylated benzimidazole (4.22-4.32) (0.438 mmol) in MeCN (2 mL) is added octyl 
bromide (1.31 mmol, 3 eq.). The reaction is stirred until LCMS analysis show completion of the 
reaction (24-48 h). Another 3 equivalent of octyl bromide is added if the reaction is not completed 
after 48 h and stirred for an additional 24 h. MeCN is then evaporated and the resulting solid is 
triturated with EtOAc to remove the excess reagents. The resulting white solid is filtered, washed 
with hexane, and dried to afford the corresponding benzimidazolium salt (4.33-4.43) as a white 
powder.  
 
1-methyl-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.33). Yield 94%. Purity 99.36%.  1H NMR 
(500 MHz, CDCl3) δ 11.20 (s, 1H), 7.77–7.73 (m, 1H), 7.71–7.66 (m, 1H), 7.64–7.59 (m, 2H), 4.55 – 
4.48 (m, 2H), 4.26 (s, 3H), 1.98 (q, J = 7.6 Hz, 2H), 1.38–1.31 (m, 2H), 1.31–1.22 (m, 2H), 1.22 – 
1.11 (m, 6H), 0.76 (t, J = 7.0 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 142.72, 131.97, 131.02, 127.28, 
127.25, 113.10, 112.90, 47.68, 33.86, 31.58, 29.46, 28.92, 28.91, 26.49, 22.47, 13.97. HRMS (ESI): 
m/z Calcd for C16H25N2[M]+: 245.2012, found 245.2012. 
 
1,3-dioctyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.34). Yield 81%. Purity 95.46%.  1H NMR (400 
MHz, DMSO-d6) δ 9.88 (s, 1H), 8.11 (dd, J = 6.2, 3.1 Hz, 2H), 7.69 (dd, J = 6.3, 3.1 Hz, 2H), 4.49 (t, 
J = 7.1 Hz, 4H), 1.98–1.78 (m, 4H), 1.47–1.07 (m, 20H), 0.83 (t, J = 6.7 Hz, 6H). 13C NMR (126 MHz, 
DMSO-d6) δ 142.07, 131.10, 126.55, 113.74, 46.67, 39.52, 31.14, 28.50, 28.45, 28.39, 25.73, 














1-benzyl-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.35). Yield 67%. Purity 95.83%.  1H NMR 
(500 MHz, DMSO-d6) δ 10.03 (s, 1H), 8.13 (dd, J = 7.2, 1.3 Hz, 1H), 7.98 (dd, J = 7.1, 1.3 Hz, 1H), 
7.77–7.61 (m, 2H), 7.58–7.48 (m, 2H), 7.47–7.34 (m, 3H), 5.80 (s, 2H), 4.53 (t, J = 7.3 Hz, 2H), 1.98–
1.90 (m, 2H), 1.37–1.17 (m, 10H), 0.91–0.82 (m, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 142.4, 
134.1, 131.3, 130.8, 129.0, 128.7, 128.2, 126.7, 126.6, 113.9, 113.9, 49.8, 46.8, 31.1, 28.5, 28.4, 
28.4, 25.8, 22.0, 13.9. HRMS (ESI): m/z Calcd for C22H29N2[M]+: 321.2325, found 321.2326. 
 
 
1-(4-methylbenzyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.36). Yield 99%. Purity 
99.69%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.13 (s, 1H), 8.12 (d, J = 6.9 Hz, 1H), 8.04–7.94 (m, 1H), 
7.65 (m, 2H), 7.44 (d, J = 7.9 Hz, 2H), 7.20 (d, J = 7.8 Hz, 2H), 5.76 (s, 2H), 4.53 (t, J = 7.2 Hz, 2H), 
2.27 (s, 3H), 1.92 (m, 2H), 1.38–1.13 (m, 10H), 0.83 (t, J = 6.7 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO) 
δ 142.2, 138.1, 131.3, 131.1, 130.7, 129.4, 128.3, 126.6, 126.6, 113.9, 113.9, 49.6, 46.8, 31.1, 28.5, 















1-(4-fluorolbenzyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.37). Yield 81%. Purity 100%.  
1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.00 (s, 1H), 8.12 (dd, J = 7.0, 1.7 Hz, 1H), 8.06–7.94 (m, 1H), 
7.74–7.57 (m, 4H), 7.35–7.22 (m, 2H), 5.77 (s, 2H), 4.51 (t, J = 7.3 Hz, 2H), 1.93 (p, J = 7.6 Hz, 2H), 
1.43–1.18 (m, 10H), 0.84 (t, J = 6.7 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 206.5, 163.1, 161.2, 
142.4, 131.3, 130.8, 130.7, 130.3, 130.3, 126.7, 126.7, 115.9, 115.8, 113.9, 113.8, 49.1, 46.8, 31.1, 
30.7, 28.5, 28.4, 25.8, 22.0, 13.9. 19F NMR (471 MHz, DMSO) δ -114.68.  HRMS (ESI): m/z Calcd for 




1-(4-chlorobenzyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.38). Yield 88% Purity 100%.  
1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.99 (s, 1H), 8.21–8.05 (m, 1H), 8.05–7.93 (m, 1H), 7.75–7.64 (m, 
2H), 7.57 (d, J = 8.5 Hz, 2H), 7.53–7.39 (m, 2H), 5.79 (s, 2H), 4.51 (t, J = 7.3 Hz, 2H), 1.96–1.89 (m, 
2H), 1.37–1.20 (m, 10H), 0.84 (t, J = 7.0 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 142.9, 133.9, 
133.5, 131.8, 131.3, 130.8, 129.4, 127.2, 127.1, 114.4, 114.3, 49.6, 47.3, 31.6, 29.0, 28.9, 26.2, 















1-(4-bromobenzyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.39). Yield 93%. Purity 100%.  
1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.88 (s, 1H), 8.12 (dd, J = 7.1, 1.3 Hz, 1H), 7.95 (dd, J = 7.0, 1.3 Hz, 
1H), 7.75–7.54 (m, 4H), 7.48 (d, J = 8.5 Hz, 2H), 5.74 (s, 2H), 4.50 (t, J = 7.3 Hz, 2H), 1.92 (d, J = 7.1 
Hz, 2H), 1.40–1.15 (m, 10H), 0.85 (t, J = 6.9 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 142.9, 133.9, 
132.3, 131.8, 131.2, 131.1, 127.2, 127.1, 122.5, 114.4, 114.3, 49.6, 47.3, 31.6, 29.0, 28.9, 26.2, 
22.5, 14.4. HRMS (ESI): m/z Calcd for C22H28BrN2[M]+: 399.1430, found 399.1424. 
 
1-(4-iodobenzyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.40). Yield 46%. Purity 97.73%.  
1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.89 (s, 1H), 8.11 (dd, J = 7.3, 1.3 Hz, 1H), 7.94 (dd, J = 7.2, 1.2 Hz, 
1H), 7.86–7.73 (m, 2H), 7.73–7.55 (m, 2H), 7.32 (d, J = 8.4 Hz, 2H), 5.72 (s, 2H), 4.50 (t, J = 7.3 Hz, 
2H), 1.98–1.84 (m, 2H), 1.40–1.14 (m, 10H), 0.84 (d, J = 6.9 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-
d6) δ 142.5, 133.4, 131.8, 131.3, 130.8, 130.6, 126.7, 126.6, 122.0, 113.9, 113.8, 49.1, 46.8, 31.1, 















3-octyl-1-(4-(trifluoromethyl)benzyl)-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.41). Yield 71%. 
Purity 100%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.05 (s, 1H), 8.14 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 7.97 (d, J = 7.5 
Hz, 1H), 7.83–7.58 (m, 6H), 5.92 (s, 2H), 4.52 (t, J = 7.2 Hz, 2H), 2.10–1.81 (m, 2H), 1.27 (d, J = 35.6 
Hz, 10H), 0.84 (t, J = 6.6 Hz, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 143.1, 139.2, 131.8, 131.3, 129.5, 
127.3, 127.2, 126.3, 126.3, 114.4, 114.2, 49.7, 47.4, 31.6, 29.0, 28.9, 26.2, 22.5, 14.4. 19F NMR 




1-(4-(tert-butyl)benzyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.42). Yield 83%. Purity 
98.83%.  1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 10.00 (s, 1H), 8.18–8.08 (m, 1H), 8.08–7.96 (m, 1H), 
7.74–7.62 (m, 2H), 7.54–7.37 (m, 4H), 5.73 (s, 2H), 4.51 (t, J = 7.2 Hz, 2H), 1.96–1.76 (m, 2H), 1.24 
(s, 19H), 0.96–0.67 (m, 3H). 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 151.2, 142.3, 131.3, 131.2, 130.9, 
128.0, 126.7, 126.6, 125.7, 113.9, 49.5, 46.8, 34.4, 31.1, 31.0, 28.5, 28.4, 25.8, 22.0, 13.9. HRMS 














1-([1,1'-biphenyl]-4-ylmethyl)-3-octyl-1H-benzo[d]imidazol-3-ium bromide (4.43). Yield 97%. 
Purity 98.66%.  1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 10.02 (s, 1H), 8.12 (dd, J = 6.5, 2.4 Hz, 1H), 8.03 
(dd, J = 6.5, 2.4 Hz, 1H), 7.74–7.60 (m, 8H), 7.46 (t, J = 7.6 Hz, 2H), 7.41–7.32 (m, 1H), 5.82 (s, 2H), 
4.52 (t, J = 7.3 Hz, 2H), 2.02–1.83 (m, 2H), 1.47–1.18 (m, 10H), 0.91–0.66 (m, 3H). 13C NMR (126 
MHz, DMSO-d6) δ 142.9, 141.0, 139.8, 133.7, 131.8, 131.4, 129.5, 129.4, 128.2, 127.7, 127.2, 
127.2, 114.4, 50.0, 47.3, 31.6, 29.0, 28.9, 26.3, 22.5, 14.4. HRMS (ESI): m/z Calcd for C28H33N2[M]+: 
397.2638, found 397.2638.  
A3.2 Concepts and methods used. 
A3.2.1 Hemolytic assay.  
Red blood cells in Alserver’s solution were centrifuged 10 min at 300 x g, washed 3 times with PBS 
buffer and resuspended in PBS at 2% v/v. In a 96-well plate was added 195 µL of red blood cells 
solution and 5 µL of compound in DMSO, and the plate was incubated with light agitation for 1 h 
at 37 °C. The plate was then centrifuged for 10 min at 300 x g and 50 µL of the supernatant of 
each well was transferred to another plate. Absorbance was measured at λ = 405 nm. 
A3.2.2 Biofilm inhibition assay.  
S. aureus cells were incubated in LB medium at 37 °C for 5 h and rediluted in LB medium to the 
desired final concentration (OD600nm= 0.1-0.15). S. aureus biofilms were labeled with Live/Dead 
stain after 12 h incubation with antibiotics in growth medium (LB broth). Negative Control: DMSO 








A3.2.3 Biofilm staining and confocal laser scanning microscopy (LSM) analysis.  
Biofilms stained with FilmTracer™ Live/Dead® Biofilm viability kit (Molecular Probes, Life 
Technologies Ltd.). Briefly, a working solution of fluorescent stains was prepared by adding 1 µL 
of SYTO® 9 stain and 1 µL of PI stain to 1 mL of filter-sterilized water. Two hundred µL of staining 
solution were deposited on each well of a chambered coverglass (8-well), after 15 min at room 
temperature in the dark, samples were washed with sterile saline (0.9% NaCl) from base of the 
support material. Then, biofilms were examined with a confocal laser microscope (Leica model 
TCS SP5; Leica Microsystems CMS GmbH, Mannheim, Germany) using a 20x dry objective (HC PL 
FLUOTAR 20.0 x 0.50 DRY). A 488 nm laser line was used to excite SYTO® 9, while the fluorescent 
emission was detected from 500 to 540 nm. PI was sequentially excited with 561 nm laser line 
and its fluorescent emission was detected from 600 to 695 nm.  
A3.2.4. Scanning electron microscopy.  
Bacterial samples were applied to titanium surfaces for 12 hours in order to form biofilms, 
following by a fixation for 1 h at 4 °C in 4% Paraformaldehyde and 0,1% glutaraldehyde in 0.1M 
phosphate buffer (PB), pH 7.3, and subsequently rinsed three times with PB. Following fixation, 
samples were incubated for 1 hour in 1% osmium tetroxide at room temperature and then 
dehydrated through an ethanol series (30%, 50%, 70%, 90%, 95% and two times 100%) followed 
by drying using a Critical Point Drier CPD300 (Leica Biosystems, Concord, ON, Canada). A JEOL 
JSM-7400F (JEOL Ltd, Tokyo, Japan) field-emission scanning electron microscope (FE-SEM) 
























































































































































































































Annexe 4 : informations supplémentaires de l’article 
4 «Phytochemicals and cyclodextrins based- Pickering 
emulsions: natural potentiators of antibacterial, antifungal and 
antibiofilm activity» 
 
Figure A4.1. Microphotographs of oil/water emulsion (weight ratio: 1/1) stabilized with b-CD 
(10 wt. %) observed under: transmitted light illumination (A), reflected oblique light 





Figure A4.2. Microphotographs of terpinen-4-ol/water emulsion (weight ratio: 1/1) 
stabilized with b-CD (10 wt. %) observed under: transmitted light illumination (A) reflected 
oblique light illumination (B) and 3D surface plot interpretation (C). 
 
 
Figure A4.3. DSC of the dry powders compared to the free b-CD. 
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